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ACTB Gen, welches das Protein β-Actin kodiert 
AE Anheftungseffizienz 
AJ Adherens Junction 
AK Antikörper  
AKM Astrozyten-konditioniertes Medium 
AM Assaymedium 
ARPE19 Adult retinal pigment epithelial cell line-19 
BBB Blood-brain barrier 
BCEC  Brain capillary endothelial cells 
BCRP Breast cancer resistance protein  
bEND.3/5 Brain endothelial (mouse cells) 
bFGF Basic fibroblast growth factor 
BHS Blut-Hirn-Schranke 
bp Base pair 
BSA Bovine serum albumin 
Caco-2 Human colonic adenocarcinoma-2 cells 
Calcein AM Acetomethoxyderivat von Calcein 
CDH5 Gen, welches das Protein VE-Cadherin kodiert 
cDNA Complementary DNA 
cEND (Cerebral) capillary endothelial cells 
CLDN5 Gen, welches das Protein Claudin-5 kodiert 
CO2-IDM CO2-independent medium 
CR Chloroprene rubber 
Ct Cycle threshold 
DMEM Dulbecco‘s Modified Eagle Medium 
DMSO Dimethylsulfoxid  
DNA Desoxyribonucleic acid  
DynaMiTES Dynamic Micro Tissue Engineering System 
ECACC European Collection of Authenticated Cell Cultures 





EGF Epidermal growth factor 
EPDM Ethylen-Propylen-Dien-Monomer 
ESCs Embryonal stem cells  
EZM Extrazelluläre Matrix 
FD4 Fluoreszeinisothiocyanat (FITC)-Dextran 4 kDa 
FITC Fluoreszeinisothiocyanat 
FKS Fetales Kälberserum 
GAPDH Gen, welches das Enzym Glycerinaldehyd-3-phosphat-
Dehydrogenase kodiert 
GDNF Glial cell line-derived neurotrophic factor 
GK Glukokortikoide 
HBMEC Human brain microvascular endothelial cells 
HBSS Hank’s balanced salt solution 
HCK Human corneal keratinocytes 
HCMC Human capillary and microvascular endothelial cells 
hCMEC/D3 Human cerebral microvascular endothelial cell line / D3 
HE Hämatoxylin und Eosin 
HEMA Hydroxyethylmethacrylat 
HEPES Hydroxyethylpiperazin-Ethansulfonsäure 
hESFM Human endothelial serum-free medium 
HMVEC Human mammary vascular endothelial cells 
HPT-Zellen Humane proximale Tubuluszellen 
hTERT Humane Telomerase-Reverse-Transkriptase  
HUVEC Human umbilical vein endothelial cells  
(i)  Invers eingesät 
ID Innendurchmesser 
IFNγ Interferon-γ 
IGF Insulin-like growth factor 
IKM Immobilisierte künstliche Membran  
iPSCs Induced pluripotent stem cells 
JAM Junktionales Adhäsionsmolekül 
KRB Krebs-Ringer buffer 




MDCK Madin-Darby canine kidney cells 
MDR Multidrug-resistance  
MEM Minimal essential medium  
MMP Matrix-Metalloproteinasen 
mRNA Messenger RNA 
MRP Multidrug resistance-related protein 
MTT Methylthiazolyldiphenyltetrazoliumbromid 
MUPP-1 Multi-PDZ-domain protein-1 
(n) Normal eingesät 
NaF Natriumfluoreszein 
NBR Nitrile butadiene rubber 
NEAA Non-essential amino acids 
NGS Normal goat serum 
NRQ Normalized relative quantity  
NVU Neurovascular unit 
OLCN Gen, welches das Protein Occludin kodiert 
OOC Organ-on-chip 
PAMPA Parallel artificial membrane permeation assay 
PBEC Porcine brain endothelial cells 
PBS Phosphate buffered saline 
PC Polycarbonat 
pCPT-cAMP 8-(4-chlorophenylthio)adenosine 3′,5′-cyclic monophosphate sodium 
salt  
PCR Polymerase chain reaction 
PDMS Polydimethylsiloxan  
PDT Population doubling time 
PDZ-Domäne Anfangsbuchstaben der ersten Proteine, bei denen die PDZ-Domäne 
detektiert wurde: das synaptische Protein PSD95/SAP90, das 
Septate Junction-Protein Discs large aus Drosophila melanogaster 
und das Tight Junction-Protein ZO-1 









PSCs Pluripotent stem cells  
PTFE Polytetrafluorethylen 
PymT Mittleres T-Onkogen eines murinen Polyomavirus 
qRT-PCR  Quantitative Real-Time-PCR 
RBE4 Rat brain endothelial cell line 4 
RNA Ribonucleic acid 
Ro-20-1724 4-(3-Butoxy-4-methoxybenzyl)-2-imidazolidinone, 4-(3-Butoxy-4-
methoxybenzyl)-2-imidazolidinone 
RPMI Roswell Park Memorial Institute medium 
RT Reverse Transkriptase 
SF ECM Serum-free endothelial cell medium 
SLC Solute carrier 
SV Simian-Virus 
TAMP TJ associated MARVEL proteins 
TBS-T Tris-buffered saline mit Tween 20  
TEER Transendothelial electrical resistance 
Temp. Temperatur 
TGF-β Transforming growth factor beta 
TJ Tight Junction 
TJP1 Gen, welches das Protein Tight Junction Protein 1 (ZO-1) kodiert  
TNFα Tumornekrosefaktor alpha 
USP United States Pharmacopeia 
VE-Cadherin Vaskuläres endotheliales Cadherin 
VEGF Vascular endothelial growth factor 
vWF von-Willebrand-Faktor  
ZNS Zentrales Nervensystem 
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1 Einleitung und Problemstellung 
Das menschliche Gehirn ist ein komplexes Organ und die Schaltzentrale des Organis-
mus. Es besteht aus Milliarden Neuronen, die über Axone und Dendriten miteinander 
verbunden sind und die als Teil des zentralen Nervensystems (ZNS) die Körperfunk-
tionen regulieren. Die Komplexität des Gehirns spiegelt sich auch in der Forschung 
und Entwicklung neuer Arzneimittel für die Therapie zentralnervöser Erkrankungen 
wider. Der Zeitraum von der Entwicklung eines ZNS-wirksamen Medikaments bis zu 
seiner Markteinführung beträgt 10 bis 16 Jahre und ist damit überdurchschnittlich 
lang (Karande et al. 2015). Über 90 % der vielversprechenden Arzneimittelkandi-
daten scheitern in klinischen Studien der Phasen II und III (Hartung 2013; Kola und 
Landis 2004). Oftmals gelangen ZNS-Therapeutika nach einer Resorption in den Blut-
kreislauf nicht zu ihrem eigentlichen Wirkort. Eine Hauptursache stellt die Blut-Hirn-
Schranke (BHS) dar, die aufgrund ihrer Barriere- und Schutzfunktion die Wirkstoff-
permeation ins Gehirn deutlich einschränkt. Betroffen sind hiervon alle mittelgroßen 
Moleküle und hochmolekularen Arzneistoffe. Darüber hinaus können über 98 % aller 
kleineren Moleküle die Blut-Hirn-Schranke nicht überwinden (Pardridge 2003). 
Durch Efflux-Transportern und die Bindung an Blut- und Gehirnkomponenten wird 
zusätzlich die Konzentration freier Wirkstoffmoleküle eingeschränkt. 
Um Tierversuche zu reduzieren und den Zeit- und Kostenaufwand der Arzneimittel-
entwicklung zu verringern, werden realitätsnahe in vitro-Zellkulturmodelle benötigt, 
die in der frühen Entwicklungsphase eine realistische Abschätzung der Gehirn-
exposition der Arzneimittelkandidaten ermöglichen. Weit verbreitet ist das statische 
Transwell™-Modell mit der humanen zerebralen Endothelzelllinie hCMEC/D3 
(Weksler et al. 2013). Es ermöglicht eine einfache Handhabung, gute Reproduzier-
barkeiten und einen hohen Durchsatz. Neben diesen Vorteilen bleibt die Heraus-
forderung bestehen, dass die Endothelzellen eine ausreichend hohe Barrierefunktion 
ausbilden. Die Barriereintegrität wird mit Hilfe des transendothelialen elektrischen 
Widerstands (TEER) quantifiziert. Der physiologische TEER von zerebralen Gehirn-
gefäßen wird auf über 1500 Ω · cm2 geschätzt (Butt et al. 1990; Crone und Olesen 
1982). Demgegenüber bilden die hCMEC/D3 Zellen unter herkömmlichen Be-
dingungen meist einen TEER unter 50 Ω · cm2 aus (Rahman et al. 2016). Dies 
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verdeutlicht die Schwierigkeiten bei der Übertragung der in vitro-Ergebnisse auf die 
physiologischen Bedingungen. Die vorliegende Arbeit behandelt daher den Einfluss 
verschiedener Kultivierungsbedingungen auf die Eigenschaften der hCMEC/D3 Zell-
linie im Hinblick auf ein optimiertes in vitro-Zellkulturmodell für Permeationsstudien.  
Das statische Modell lässt wichtige Aspekte unberücksichtigt, wie die mikrovaskuläre 
Umgebung, den Blutfluss und die Scherspannung auf die Zellen. Aus diesem Grund 
haben mikrofluidische Zellkulturmodelle in den letzten Jahrzehnten immer mehr an 
Bedeutung gewonnen. Es gibt hierzu verschiedene Ansätze wie BBB on Chip (Griep et 
al. 2013), µBBB (Booth und Kim 2014) oder B3C (Deosarkar et al. 2015). So konnte 
gezeigt werden, dass sich eine dynamische Kultivierung positiv auf die Barriere-
integrität der zerebralen Endothelzellen auswirkt. Nachteilig ist, dass die mikro-
fluidischen Systeme häufig in ihrer Funktionalität noch nicht ausreichend entwickelt 
sind. Darüber hinaus lassen sie sich nur schwer an bestehende Protokolle anpassen 
oder mit den herkömmlichen statischen Modellen vergleichen. Zudem ist die 
Handhabung oft zeitaufwendig und anspruchsvoll (Sivandzade und Cucullo 2018). 
Aus der Idee heraus die Vorteile des statischen Transwell™-Modells mit denen von 
mikrofluidischen Systemen zu kombinieren, entstand das Dynamic Micro Tissue 
Engineering System – DynaMiTES (Beißner et al. 2018; Mattern et al. 2018).  
Auf dieser Grundlage ergaben sich für diese Arbeit folgende Fragestellungen: 
1. Ist die funktionelle Barriereintegrität der hCMEC/D3 Zelllinie in der vorliegenden 
Untersuchung vergleichbar mit den Literaturangaben? 
2. Welchen Einfluss haben verschiedene statische Kultivierungsvariationen auf die 
Eigenschaften der hCMEC/D3 Zelllinie? 
3. Ist die hCMEC/D3 Zelllinie geeignet für ein in vivo-ähnliches statisches Blut-Hirn-
Schranke-Modell? 
4. Lassen sich die Bedingungen der herkömmlichen Kultivierung an eine Kultivierung 
im Cerebral DynaMiTES anpassen? 
5. Welchen Einfluss hat eine Kultivierung im Cerebral DynaMiTES auf die 
Eigenschaften der hCMEC/D3 Zellen? 
6. Ist das DynaMiTES für weitere Zelllinien anwendbar und welche Möglichkeiten 
ergeben sich hieraus?   




2 Theoretischer Hintergrund 
2.1 Die Blut-Hirn-Schranke 
Im Jahr 1885 stieß der Immunologe Paul Ehrlich auf eine Barriere zwischen dem 
Blutkreislauf und dem Hirngewebe. Er fand in experimentellen Studien heraus, dass 
das Injizieren von hydrophilen Vitalfarbstoffen in den Blutkreislauf von Tieren zu 
einer Färbung aller Organe führte mit Ausnahme des Rückenmarks und des Gehirns. 
Ehrlich führte dieses Phänomen auf unterschiedliche Bindungsaffinitäten zurück 
(Saunders et al. 2014). In aufbauenden Experimenten beobachtete Edwin Goldmann 
nach der Injektion des Farbstoffs Trypanblau in die Gehirn-Rückenmarksflüssigkeit 
eine ausschließliche Färbung des ZNS (Goldmann 1913). Diese Untersuchungen 
bildeten die Grundlagen für die weitere Gehirnforschung und führten zur Prägung 
des Begriffes Blut-Hirn-Schranke im Jahr 1918 von Stern und Gautier (Saunders et al. 
2014). Mit Hilfe von elektronenmikroskopischen Aufnahmen konnte im Jahr 1967 die 
Blut-Hirn-Schranke als Endothelzellschicht innerhalb der zerebralen Kapillaren loka-
lisiert und charakteristische Zell-Zell-Kontakte nachgewiesen werden (Reese 1967). 
Das zerebrale Kapillarsystem ist aufgrund des hohen Energie- und Sauerstoffbedarfs 
des Gehirns stark entwickelt. Etwa 100 Milliarden Kapillaren durchziehen mit einer 
geschätzten Gesamtlänge von 600 km und einer Gesamtoberfläche der Gefäßinnen-
seite von 20 m2 das menschliche Gehirn, wobei die größte Kapillardichte in der Groß-
hirnrinde vorliegt. Zerebrale Kapillaren haben einen Durchmesser von 4 bis 8 µm und 
bestehen aus kontinuierlich aneinandergereihten 0,2 µm hohen Endothelzellen, die 
an ihren Berührungspunkten durch Zell-Zell-Kontakte dicht miteinander verbunden 
sind (Wilhelm et al. 2016; Fricker et al. 2014; Pardridge 2005). Die dichten Kontakt-
proteine der Endothelzellen tragen zu einer ausgeprägten Barriereintegrität und 
selektiven Permeabilität der Blut-Hirn-Schranke bei. Es resultiert ein hoher 
spezifischer Widerstand des zerebralen Kapillarendothels, der als TEER bezeichnet 
wird (Rutten et al. 1987). Frühere Studien haben die Barrieredichtigkeit von 
zerebralen Mikrogefäßen in Tieren durch TEER-Messungen quantifiziert und mit 
denen in anderen Organen des Körpers verglichen. So wurde an den Mikrogefäßen 
von Fröschen ein TEER von 1870 Ω · cm2 (Crone und Olesen 1982) und an den 
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Kapillaren von Ratten innerhalb der zur Hirnhaut gehörenden Pia Mater ein TEER 
von 1500 Ω · cm2 (Butt et al. 1990) nachgewiesen. Der Widerstand von Kapillaren, die 
sich im Hirnparenchym befinden, konnte bisher nicht direkt gemessen werden. 
Allerdings wird dort der TEER in vivo aufgrund ermittelter Permeabilitäts-
koeffizienten von radioisotopen Ionen auf ca. 8000 Ω · cm2 geschätzt (Smith und 
Rapoport 1986). Im Vergleich dazu liegt der TEER von peripheren Kapillaren häufig 
in einer Größenordnung von 3 bis 33 Ω · cm2 und ist damit um ein Vielfaches 
niedriger (Butt et al. 1990; Olesen 1985; Olesen und Crone 1983).  
Die Blut-Hirn-Schranke stellt eine der dichtesten Barrieren im Organismus von 
Säugetieren dar. Sie sorgt dafür, dass die komplexe Funktionsweise des Gehirns 
durch Aufrechterhaltung der Homöostase sichergestellt und metabolische 
Schwankungen des Blutes nicht weitergeleitet werden. Eine konstante ionische 
Zusammensetzung schützt das neuronale Gewebe vor Störungen der synaptischen 
und axonalen Signalübertragung. Sie trennt zentral und peripher wirkende 
neuroaktive Substanzen und Neurotransmitter, damit diese unabhängig voneinander 
arbeiten und die neuronale Mikroumgebung regulieren können. Zudem wird durch 
die Barriere das Passieren von toxikologischen Substanzen, Xenobiotika und 
Krankheitserregern vom Blutkreislaufsystem ins Gehirn verhindert, gleichzeitig aber 
die Versorgung mit Nährstoffen und Sauerstoff sowie der Abtransport von 
Stoffwechselprodukten durch verschiedene Transportprozesse sichergestellt 
(Pardridge 2012; Abbott et al. 2010; Hawkins und Davis 2005).  
Eine weitere Schutzbarriere im Gehirn ist die Blut-Liquor-Schranke. Hierbei handelt 
es sich um eine physiologische Barriere zwischen dem Liquor-System des Gehirns 
und dem Blutkreislauf, die sich aus dem Kapillarendothel der Blutgefäße, der 
Basalmembran und dem Epithel der Plexus choroidei zusammensetzt. Insgesamt 
weist die Blut-Liquor-Schranke sehr viel geringere Barriereeigenschaften auf als die 
Blut-Hirn-Schranke (Pardridge 2016). 
  




 Anatomie der Blut-Hirn-Schranke 
Für den Aufbau und die Funktion der Blut-Hirn-Schranke ist die Interaktion der 
gesamten neurovaskulären Einheit (neurovasculare unit, NVU) von Bedeutung. Sie 
setzt sich zusammen aus den Endothelzellen, den Perizyten, der Basalmembran, den 
Astrozyten sowie den Neuronen und Mikrogliazellen (Abbildung 1). Im folgenden 
Abschnitt werden die wichtigsten Zelltypen näher erläutert. 
 
Abbildung 1: Die neurovaskuläre Einheit stellt ein Zusammenspiel mehrerer Zelltypen dar, darunter 
Endothelzellen, Perizyten und Astrozyten (A). Die zerebralen Endothelzellen bilden die Grundstruktur und weisen 
wesentliche Unterschiede zu den peripheren Endothelzellen auf, wie z. B. eine geringe Pinozytoserate und geringe 
Leukozytenadhäsion (B). Abbildung von (Storck und Pietrzik 2018) 
 Zerebrale Endothelzellen 
Viele Eigenschaften der Blut-Hirn-Schranke sind auf die spezialisierten Endothel-
zellen zurückzuführen. Sie kleiden die Innenseite der Kapillargefäße im Gehirn aus, 
wobei eine Zelle den gesamten Kapillarumfang umfasst. Die zerebralen Endothel-
zellen unterscheiden sich in einigen Merkmalen wesentlich von den peripheren 
Endothelzellen (Wilhelm et al. 2016; Goldstein und Betz 1986). Sie gehören dem 
kontinuierlichen Kapillartyp an, der nur im Gehirn und im Rückenmark vorkommt 
und durch das Fehlen von Fenestrierungen und Interzellularspalten geprägt ist 
(Wilhelm et al. 2016; Fenstermacher et al. 1988). Ein weiteres spezifisches Merkmal 
dieser Endothelzellen ist ihr Zytoplasma, das nur eine geringe pinozytotische 
Aktivität aufweist, wodurch der transzelluläre Stoffaustausch stark begrenzt wird 
(Defazio et al. 1997; Coomber und Stewart 1985; Stewart und Wiley 1981b).  
A B
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Die Endothelzellen der Blut-Hirn-Schranke weisen, verglichen mit anderen 
Endothelzellen, eine fünf- bis zehnfach erhöhte Mitochondriendichte auf. Das lässt auf 
eine verstärkte metabolische Aktivität schließen, bedingt u. a. durch die hohe 
Stoffwechselaktivität des Gehirns und energieverbrauchende Transportmechanismen 
(Fenstermacher et al. 1988; Oldendorf et al. 1977; Oldendorf und Brown 1975). 
Darüber hinaus liegen intrazelluläre und extrazelluläre Enzyme wie die γ-Glutamyl-
transpeptidase oder die Monoaminooxidase in höheren Konzentrationen vor und 
stärken damit die Barriereeigenschaften auf metabolischer Ebene (Méresse et 
al. 1989). Des Weiteren hat eine vergleichende Analyse gezeigt, dass zerebrale 
Kapillarendothelzellen eine signifikant geringere Wanddicke aufweisen als z. B. die 
Endothelzellen aus Muskelkapillaren. Dieser Unterschied kann angesichts der hohen 
Stoffwechselanforderung als eine Anpassung an die eingeschränkte Durchlässigkeit 
gesehen werden. Durch die dünnere Endothelzellschicht wird ein effektiver 
Transport von essenziellen Nährstoffen mit verkürzten Diffusionszeiten ermöglicht 
(Coomber und Stewart 1985).  
Einige Regionen des ZNS weisen nicht den klassischen zerebralen Endothelzelltyp der 
Blut-Hirn-Schranke auf, sondern haben Mikrogefäße mit Fenestrierungen und einer 
hohen Permeabilität, die den Endothelzellen in der Peripherie ähneln. Diese Bereiche 
liegen angrenzend an den dritten und vierten Hirnventrikeln und werden als 
zirkumventrikuläre Organe bezeichnet, so das Organum subfornicale, die Neurophyse, 
das Organum vasculosum laminae terminalis oder die Area postrema (Ganong 2000).  
2.1.1.1.1 Tight Junctions 
Die Endothelzellen sind durch dichte Zell-Zell-Kontakte miteinander verbunden, 
welche die Durchlässigkeit der Blut-Hirn-Schranke regulieren. Zu den wichtigsten 
Vertretern der Zell-Zell-Kontakte zählen die Tight Junctions (TJs), auch als Zonulae 
occludentes bezeichnet (Abbildung 2). Hierbei handelt es sich um leistenförmige 
Kontaktstellen der äußeren Zellmembranen von angrenzenden Zellen. Die TJs 
befinden sich im apikalen Bereich der lateralen Zellmembran und haben einen Durch-
messer von 10 bis 20 nm und eine Länge von 20 bis 50 nm mit Zwischenräumen von 
50 bis 200 nm (Haseloff et al. 2015). Mit Hilfe von elektronenmikroskopischen 
Gefrierbruchaufnahmen lassen sich die TJs morphologisch als kontinuierliche Stränge 




aus Intramembranpartikeln identifizieren. Bei den Endothelzellen der Blut-Hirn-
Schranke sind diese Stränge ungefähr zur Hälfte mit der protoplasmatischen (P-face) 
Membranseite assoziiert und zur anderen Hälfte bilden sie komplementäre Furchen 
auf der exoplasmatischen Membranseite (E-face). Die P-face-Assoziation korreliert 
hierbei mit der Dichtigkeit der Barriere (Wolburg et al. 2003; Kniesel et al. 1996). 
Auf Basis der Molekülgröße und der Ladung stellen die TJs der Blut-Hirn-Schranke 
eine parazelluläre sowie intramembranöse Diffusionsbarriere dar (Zihni et al. 2016). 
Sie setzen sich aus verschiedenen Transmembranproteinen sowie membran-
assoziierten Gerüst- und Adapterproteinen zusammen, dargestellt in Abbildung 2 
(Bauer et al. 2014). Zu den Transmembranproteinen zählen die junktionalen 
Adhäsionsmoleküle (JAMs), Proteine der TAMP-Familie (TJ-associated MARVEL 
proteins), darunter Occludin und Tricellulin, und verschiedene 4-Transmembran-
proteine, zu denen die Vertreter der Claudin-Proteinfamilie gehören. Zu den Gerüst- 
und Adapterproteinen zählen die Zonula occludens (ZO) Proteine 1 bis 3 und MUPP-1 
(multi-PDZ-domain protein-1) (Haseloff et al. 2015). 
 
Abbildung 2: Schematische Übersicht der TJs zweier benachbarter Endothelzellen der BHS; die apikale Seite ist 
zum Kapillarlumen hingerichtet (Blut) und die basolaterale Seite ist vom Kapillarlumen abgewendet (Gehirn). 
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ZO-1 war das erste identifizierte TJ-assoziierte Protein (Stevenson et al. 1986). Das 
Zytoplasmaprotein ist über prolinreiche Abschnitte mit dem Aktin-Zytoskelett und 
über seine PDZ-Domäne mit den Transmembranproteinen, darunter Claudine, JAMs 
und Occludin, verbunden (van Itallie et al. 2009; Fanning et al. 1998). Neben der 
Gerüstfunktion übernimmt es wesentliche Funktionen für die Signaltransduktion und 
die Genregulation (Tornavaca et al. 2015). Die Proteine ZO-2 und ZO-3 stehen in einer 
direkten Verbindung mit ZO-1. In der N-terminalen Hälfte weisen sie die gleiche 
Domänenstruktur auf, unterscheiden sich aber in ihren C-terminalen Bereichen zu 
ZO-1 (Fanning et al. 1998).  
Occludin wurde als erstes Transmembranprotein in den TJs von Hühnern 
identifiziert. Es besteht aus vier Transmembrandomänen und zwei hydrophoben 
extrazellulären Schleifen (Furuse et al. 1993). Das Protein weist eine Größe von ca. 
60 kDa auf und wird häufig als Markerprotein eingesetzt, da es in nahezu allen TJs 
exprimiert wird (Haseloff et al. 2015). Occludin ist ein wichtiger Bestandteil der 
Diffusionsbarriere. Es hat sich gezeigt, dass eine Überexpression in Epithelzellen von 
Säugetieren zu einem TEER-Anstieg führte (Balda et al. 1996). Eine Transfektion mit 
Occludin cDNA bewirkte zwar in Insektenzellen die Expression von scheinbaren 
Fusionsstellen und kurzen strangähnlichen Strukturen, jedoch keine Ausbildung von 
eigenständigen TJ-Strängen (Furuse et al. 1996). Darüber hinaus zeigte sich anhand 
von Knock-out-Mäusen, dass das Fehlen von Occludin die TJ-Morphologie nicht 
beeinträchtigte und die Barrierefunktion des Darmepithels unverändert blieb. 
Allerdings wurden im Rahmen dieser Untersuchungen abnorme Histopathologien in 
mehreren Geweben festgestellt (Saitou et al. 2000). Außerdem scheint Occludin eine 
wesentliche Komponente der TJs darzustellen, indem es z. B. mit den Claudinen 
interagiert (Furuse et al. 1998b) und Signale von Zytokinen wie den Tumornekrose-
faktor alpha (TNFα) und Interferon-γ (IFNγ) überträgt (van Itallie et al. 2010). 
In vitro-Untersuchungen zeigten, dass eine Zugabe von Glukokortikoiden ins Medium 
die Barriereintegrität der Endothelzellen erhöhte, wobei als direktes Target Occludin 
vermutet wurde (Förster et al. 2008). 
  




Zu den bedeutsamsten Transmembranproteinen zählt mit einem Molekulargewicht 
von 20 bis 34 kDa das TJ-Protein Claudin. Bisher sind 27 Mitglieder der Claudin-
Familie in Säugetieren nachgewiesen worden, wobei es große gewebs- und spezies-
spezifische Unterschiede gibt und nicht alle Claudine gleichermaßen exprimiert 
werden (Berndt et al. 2019). Die Claudine sind, ähnlich wie Occludin, an Serin- oder 
Threoninresten phosphoryliert und intrazellulär lokalisiert. Die Aufgaben der 
Claudine lassen sich in drei Hauptbereiche einteilen: die Abdichtung des 
Parazellularraums (Claudin-1, -3, -5, -11), die Bildung parazellulärer Ionenporen  
(Claudin-2, -10, -16) und die Unterstützung der Barriere in ihrer Entwicklung 
(Claudin-6, -13). Relevante Claudin-Vertreter des menschlichen zerebralen Endothels 
sind Claudin-1, -3, -5 und -12, wobei Claudin-5 am stärksten exprimiert wird (Berndt 
et al. 2019; Dias et al. 2019; Krause et al. 2008; Wolburg et al. 2003; Nitta et al. 2003). 
Der Anteil der Claudin-5 mRNA ist fast 600-mal höher im Vergleich zu anderen 
Claudinen (Ohtsuki et al. 2008; Ohtsuki et al. 2007). Das Ausschalten des Claudin-5-
Gens in Knock-out-Mäusen führte dazu, dass die Blut-Hirn-Schranke für Moleküle mit 
einem Molekulargewicht unter 800 Da durchlässig wurde und die Mäuse nach einiger 
Zeit verstarben (Nitta et al. 2003). Im Unterschied zu Occludin sind Claudine in der 
Lage de novo-TJ-Stränge in TJ-freien Maus-Fibroblasten zu rekonstruieren (Furuse et 
al. 1998a). Sie gelten als Rückgrat der TJs und bestimmen durch ihre 
Zusammensetzung maßgeblich die Barriereeigenschaften der Endothelzellen (Günzel 
und Yu 2013; Ohtsuki et al. 2007).  
Neben den TJs sind die sogenannten Adherens Junctions (AJs) für die Zell-Zell-
Kontakte essentiell. In zerebralen Endothelzellen sind – im Unterschied zu den 
Epithelzellen – die AJs gemeinsam mit den TJs über den gesamten Interzellularspalt 
verteilt (Schulze und Firth 1993). Sie tragen durch Interaktionen zwischen den 
Aktinfilamenten und den Ankerproteinen zur mechanischen Stabilität bei. Die AJs 
sind für die TJs von zentraler Bedeutung, da sie vor deren Bildung die Kontakte 
zwischen den Zellen initiieren und deren weitere Reifung und Erhaltung fördern 
(Tietz und Engelhardt 2015). Eines der wichtigsten AJ-Proteine, das wesentlich zur 
Barriereintegrität beiträgt, ist das vaskuläre endotheliale Cadherin (VE-Cadherin). 
Die VE-Cadherin-Expression beeinflusst die Claudin-5-Expression und nimmt somit 
auch Einfluss auf die Gefäßpermeabilität (Taddei et al. 2008).  




Perizyten sind Bindegewebszellen, die ungefähr 20 bis 30 % der basolateralen Gefäß-
oberfläche bedecken (Frank et al. 1987). Sie befinden sich hauptsächlich an den 
Kontaktpunkten zweier Endothelzellen, was auf eine Funktion zur mechanischen 
Stabilisierung des Endothels und zur Unterstützung der Dichtigkeit hindeutet. Über 
Perizyten-Endothel-Kontakte, die in Gap Junctions, Adhesions Plaques und Peg-and-
Socket-Invaginationen unterschieden werden können, sind die Perizyten direkt mit 
den Endothelzellen verbunden (Winkler et al. 2011; Tell et al. 2006; Rucker et 
al. 2000; Fujimoto 1995). Im Gehirn können die Perizyten in granular und agranular 
klassifiziert werden, wobei beim Menschen weniger als 5 % der Perizytenpopulation 
agranular sind (Farrell et al. 1987). In vitro-Untersuchungen haben gezeigt, dass 
Perizyten einen höheren Anteil des kontraktilen Proteins Aktin aufweisen als andere 
Zelltypen. Es wird daher vermutet, dass sie mit Hilfe ihrer Zellfortsätze Einfluss auf 
den Kapillardurchmesser haben (Oishi et al. 2007). Außerdem wird den Perizyten 
eine zweite Abwehrfunktion (second line of defence) zugesprochen, indem kleinere 
Moleküle, die die Endothelzellen bereits passiert haben, phagozytiert werden (Frey 
et al. 1991; Farrell et al. 1987). Ohne direkt auf die endotheliale Genexpression 
einzuwirken, fördern die Perizyten die Ausbildung der TJs und den vesikulären 
Transport (Daneman et al. 2010). Durch die Produktion von Wachstumsfaktoren, wie 
basic fibroblast growth factor (bFGF), vascular endothelial growth factor (VEGF) oder 
transforming growth factor beta (TGF-β), interagieren die Perizyten mit den 
Endothelzellen (Thanabalasundaram et al. 2010; Dohgu et al. 2005). Die Funktion der 
Perizyten und das Zusammenspiel mit den Endothelzellen sind sehr komplex und 
noch nicht vollständig aufgeklärt.  
 Astrozyten 
Astrozyten sind sternförmig verzweigt und stellen die größten Gliazellen des 
Organismus dar. Sie bedecken mit ihren Endfortsätzen bis zu 99 % der basolateralen 
Oberfläche der Gehirnkapillaren (Mathiisen et al. 2010). Zu ihren Funktionen gehören 
die Nährstoffversorgung der Neuronen, die Regulation der extrazellulären Ionen-
konzentration und des Blutflusses sowie die Bildung von zerebralen Cholesterol, das 
u. a. im Myelin vorkommt (Kıray et al. 2016; Abbott et al. 2006). Durch die 




Kanalproteine Aquaporin 4 und Potassium inwardly-rectifying channel Kir4.1 in den 
Endfortsätzen werden die Wasseraufnahme und das Ionengleichgewicht reguliert 
(Nagelhus et al. 2004; Verkman 2002). Transplantationsversuche haben gezeigt, dass 
sich die zerebralen Endothelzellen in Abwesenheit von zerebralen Astrozyten den 
peripheren Endothelzellen annähern und umgekehrt (Stewart und Wiley 1981a). 
Folglich scheinen die Astrozyten wesentlich an der Differenzierung und Protein-
expression der Endothelzellen beteiligt zu sein. Durch die Induktion von VEGF, TGF-β, 
glial cell line-derived neurotrophic factor (GDNF) und Angiopoietin-1 sind Astrozyten 
an der Modulation der Barriere beteiligt (Abbott et al. 2006; Igarashi et al. 1999). 
Einige in vitro-Untersuchungen belegen, dass Ko-Kulturen, bestehend aus Endothel-
zellen und Astrozyten, im Vergleich zu Mono-Kulturen höhere TEER-Werte auf-
weisen. Außerdem können Astrozyten gemeinsam mit den Endothelzellen zum 
Schutz vor oxidativem Stress, der ein Auslöser für viele Krankheitsbilder sein kann, 
die Ausschüttung von antioxidativen Enzymen regulieren (Abbott et al. 2006). 
 Die Basalmembran 
Die Endothelzellen werden von einer Basalmembran umgeben, in die Perizyten 
eingebettet und Astrozyten aufgelagert sind. Auf diese Weise wird die endotheliale 
Zellschicht von ihrem benachbarten Gewebe abgetrennt. Die Basalmembran besteht 
aus verschiedenen extrazellulären Matrixproteinen und Proteoglykanen und weist 
einen mehrschichtigen Aufbau auf. Der an die Endothelzellen angrenzende Teil wird 
als Basallamina bezeichnet. Sie weist eine Dicke von 30 bis 40 nm auf (Fricker et 
al. 2014). Die Basalmembran im Gehirn unterscheidet sich in ihrer Zusammensetzung 
von der Basalmembran in den peripheren Gefäßen. Zu den Hauptkomponenten der 
zerebralen Basalmembran zählen die Proteine Kollagen IV, Laminin und Fibronektin 
(Tilling et al. 2002). Die Kollagen- und Laminin-Netzwerke werden durch Heparan-
sulfat-Proteoglykane miteinander verbunden. Das Faserprotein Kollagen IV gibt der 
Membran ihre Struktur und den nötigen Halt und fördert zudem die Zelladhäsion. 
Neben der stabilisierenden Funktion beeinflusst die Basalmembran die Filtrations-
kapazität, die Zellmigration von Immunzellen und die intrazelluläre Kommunikation 
(Arnaoutova et al. 2009). Die einzelnen Komponenten werden von den 
Endothelzellen und Perizyten exprimiert. Beispielsweise werden die Laminine α4 und 
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α5 hauptsächlich von den Endothelzellen und das Laminin α2 von den Perizyten 
gebildet (Yousif et al. 2013). Die Endothelzellen sind über Integrin-Rezeptoren mit 
der Basalmembran verbunden (Fricker et al. 2014). In vitro-Untersuchungen haben 
gezeigt, dass die Barriereintegrität und die Zelladhäsion von primären zerebralen 
Endothelzellen durch die Kultivierung auf einer Beschichtung aus Kollagen IV, 
Fibronektin und Laminin deutlich verbessert wurden. Es wird außerdem vermutet, 
dass die endotheliale Produktion von endogenen extrazellulären Matrixproteinen 
durch das Matrixsubstrat selbst reguliert wird (Tilling et al. 1998). 
 Transportprozesse der Blut-Hirn-Schranke 
Ein Substanztransport durch die Blut-Hirn-Schranke erfolgt meist transzellulär und 
nur für wenige Moleküle wie Harnstoff oder Glycin parazellulär. Abhängig von den 
Moleküleigenschaften gibt es verschiedene transzelluläre Wege (Abbildung 3). Lipo-
phile Moleküle mit einem Molekulargewicht von 400 bis 600 Da können die Blut-
Hirn-Schranke durch passive Diffusion passieren (Pardridge 1995). So gelangen die 
meisten ZNS-Therapeutika zu ihrem Wirkort (Georgieva et al. 2014). Durch die 
passive Diffusion können Sauerstoff und Kohlendioxid die Blut-Hirn-Schranke leicht 
überwinden, wohingegen hydrophile oder hochmolekulare Moleküle nicht hindurch 
diffundieren können. Um die Nährstoffversorgung des Gehirns dennoch zu ge-
währleisten, liegen verschiedene Transportsysteme in der Blut-Hirn-Schranke vor. 
Substrate, die über sogenannte Carrier-Proteine transzellulär auf die basolaterale 
Seite transportiert werden, sind z. B. Glukose (Pardridge et al. 1990), verschiedene 
Aminosäuren (Pardridge und Oldendorf 1975), Carbonsäuren (Oldendorf 1973) und 
Choline (Cornford et al. 1978). Hochmolekulare Substanzen und Peptide werden 
mittels Endozytose in die Endothelzellen aufgenommen oder mittels Transzytose 
durch das Endothel transportiert. Substanzen wie Insulin, Antikörper oder 
Transferrin werden bei der rezeptorvermittelten Endozytose an die spezifischen 
Rezeptoren der luminalen Membranseite gebunden und anschließend in Vesikeln zur 
basolateralen Seite transportiert. Kationische Lipide oder Albumin werden durch 
adsorptionsvermittelte Endozytose aufgenommen, indem sie mit den negativ 
geladenen Zelloberflächen durch elektrostatische Wechselwirkungen interagieren 
(Georgieva et al. 2014).  




Aktive Efflux-Transporter und metabolische Enzyme sind darauf ausgelegt, das 
Gehirn vor Xenobiotika zu schützen und erschweren zusätzlich die Permeation von 
Arzneistoffen. Zu den Efflux-Transportern der Blut-Hirn-Schranke zählen die ATP-
bindenden Kassettenproteine (ABC-Proteine) wie das P-Glykoprotein (P-gp), die 
multidrug resistance-related proteins (MRPs) und das breast cancer resistance protein 
(BCRP) (Löscher und Potschka 2005). Immunocytochemische Untersuchungen haben 
ergeben, dass Subtypen der ABC-Transporter nicht nur in zerebralen Endothelzellen, 
sondern auch in Astrozyten und Perizyten innerhalb der Membran lokalisiert sind 
(Hartz und Bauer 2011; Shimizu et al. 2008). 
 
Abbildung 3: Schematische Darstellung der verschiedenen Transportprozesse durch die Blut-Hirn-Schranke; 
Abbildung modifiziert nach (Ganta et al. 2010) 
2.2 Schädigung der Blut-Hirn-Schranke 
Veränderungen der Blut-Hirn-Schranke führen zu einer negativen Beeinflussung des 
neuronalen Zustands. Bei seltenen genetisch bedingten Krankheiten, wie der Biotin-
responsiven Basalganglienerkrankung (Distelmaier et al. 2014) oder dem GLUT-1-
Defizit-Syndrom (Wang et al. 2000), kann eine Schädigung der Barriere der 






(3) Transport über Carrier-Proteine
(4) ABC Efflux-Transporter
(5) Tranzelluläre Route – passive Diffusion
(6) Parazelluläre Route – Tight Junctions
(7) Zellmigration
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Jedoch weitaus häufiger wird die Blut-Hirn-Schranke als Folge neurologischer 
Erkrankungen geschädigt. Hierzu gehören u. a. Multiple Sklerose, Morbus Parkinson, 
Morbus Alzheimer, Epilepsie und traumatische Gehirnverletzungen, wobei sich 
Ursache und Auswirkung in einigen Fällen nicht eindeutig voneinander trennen 
lassen (Stanimirovic und Friedman 2012). Auch nicht-neurologische Erkrankungen 
wie Diabetes mellitus und Infektionskrankheiten können die Blut-Hirn-Schranke 
strukturell und funktionell beeinflussen (Hawkins und Egleton 2008). Unter 
pathologischen Bedingungen kann es zu einer vermehrten Expression von 
Oberflächenmolekülen und zu fehlenden bzw. desorganisierten TJs kommen (Weiss 
et al. 2009). So wurde bei Gehirntumoren ein Verlust der 55 kDa-Occludin-Expression 
festgestellt (Papadopoulos et al. 2001). Auch andere Erkrankungen wie Multiple 
Sklerose, eine entzündliche Autoimmunerkrankung des ZNS, werden mit einer 
verminderten TJ-Expression in Verbindung gebracht (McQuaid et al. 2009). Durch 
eine erhöhte Kapillardurchlässigkeit wird der Durchtritt von Entzündungszellen, 
Serumproteinen oder anderen neurotoxischen Plasmabestandteilen in das Gehirn-
gewebe ermöglicht (Nicolas 2015). Auch die umliegenden Zellen sind an einer 
Öffnung der endothelialen Barriere beteiligt. So tragen Perizyten und Astrozyten 
durch Faktoren wie VEGF zu einer Regulation der TJ-Expression bei (Bai et al. 2015; 
Argaw et al. 2012). Die Schädigung der Blut-Hirn-Schranke beschränkt sich nicht nur 
auf die Degeneration der physikalischen Barriere, sondern umfasst ebenso Ver-
änderungen der Tranzytose und der Expression von Transportproteinen (Daneman 
und Prat 2015). Beispielsweise wird Morbus Alzheimer mit einer Dysregulation der 
ABC-Transporter in Verbindung gebracht, die zu einer Akkumulation von neuro-
toxischen Proteinen und Peptiden führt (Pahnke et al. 2014). All diese Veränderungen 
können zu Ödemen, einer gestörter Homöostase, einer Ansammlung von toxischen 
Substanzen in der Hirnzwischenraumflüssigkeit, einem Umbau der Gefäßversorgung, 
zu Neuroinflammation und einer veränderten synaptischen Plastizität führen und 
den weiteren Krankheitsverlauf beeinflussen (Nicolas 2015).  
  




2.3 Modelle der Blut-Hirn-Schranke  
Für die Forschung und Entwicklung neuer Arzneistoffe und Trägersysteme bilden die 
Modelle der Blut-Hirn-Schranke eine essenzielle Grundlage. Hierbei kann zwischen 
in silico-, in vitro- und in vivo-Modellen unterschieden werden. Das Ziel aller Modelle 
ist es, die komplexe in vivo-Situation und die Funktionalität der Blut-Hirn-Schranke so 
gut wie möglich abzubilden. Unter Anwendung solcher Modelle kann die 
Permeabilität potenzieller Wirkstoffe durch die Blut-Hirn-Schranke bestimmt 
werden. Basierend darauf lassen sich der Erfolg zentral wirksamer Substanzen oder 
die unerwünschten Nebenwirkungen peripher wirksamer Substanzen frühzeitig 
abschätzen. Erste Einschätzungen über die Permeation eines Arzneistoffes durch die 
Blut-Hirn-Schranke liefern in silico-Modelle mit Hilfe von komplexen Computer-
simulationen (Wang et al. 2015). Tierversuche, sogenannte in vivo-Modelle, gelten bis 
heute in der Wissenschaft als Goldstandard, da sie die Zellen in ihrer natürlichen 
Umgebung präsentieren und die Interaktionen mehrerer Zelltypen untereinander 
berücksichtigen (van der Helm et al. 2016a). Allerdings sind die in vivo-Techniken 
neben den ethischen Bedenken auch mit einem hohen Kosten- und Arbeitsaufwand 
verbunden. Zusätzlich sind die Eigenschaften von Zellkulturen aufgrund der 
genetischen, molekularen und zellulären Unterschiede nicht in jeder Hinsicht auf den 
Menschen übertragbar. Untersuchungen haben gezeigt, dass mehr als 80 % der 
Arzneimittelkandidaten, die zuvor erfolgreich an Tieren getestet wurden, in den 
klinischen Studien scheitern (Perrin 2014).  
In der Grundlagenforschung und präklinischen Entwicklung werden zur Unter-
suchung von Arzneistoffen in vitro-Modelle herangezogen. Die einfachste Variante 
stellen zellfreie Modelle mit artifiziellen Membranen dar. Die Durchführung mit 
Multiwell-Zellkulturplatten erlaubt einen hohen Durchsatz bei einem geringen 
Kostenaufwand und einer hohen Reproduzierbarkeit. Ein bekanntes Modell ist das 
von Kansy et al. entwickelte PAMPA (parallel artificial membrane permeation assay) 
Permeabilitätsmodell (Kansy et al. 1998). In dem künstlichen System wird der 
Zellmonolayer durch einen mit Lipid imprägnierten Membranfilter abgebildet und die 
Permeabilität von Substanzen durch die Membran in das Akzeptor-Kompartiment 
bestimmt. Um die in vitro-in vivo-Korrelation zu verbessern, wurde das PAMPA-
Modell hinsichtlich der Lipide, des pH-Wertes und der chemischen Zusammensetzung 
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optimiert und auf diese Weise an die Bedingungen der Blut-Hirn-Schranke angepasst 
(Müller et al. 2015; Di et al. 2003). Von Charles Pidgeon wurde eine chromato-
graphische Methode mit artifiziellen Membranen entwickelt, die nicht weit verbreitet 
ist. Sie wird als IAM (immobilized artificial membrane) Chromatographie bezeichnet, 
bei der die stationäre Phase aus einer Phospholipid-Monoschicht besteht (Doležal et 
al. 2018; Grumetto et al. 2012; Pidgeon et al. 1995). Wesentliche Einschränkungen 
solcher zellfreier Modelle sind das Fehlen von relevanten Zellinteraktionen, Stoff-
wechselprozessen und aktiven Transportsystemen.  
Die ersten zellbasierten in vitro-Modelle wurden mit isolierten Gehirnkapillaren 
tierischen Ursprungs durchgeführt (Joó 1985; Brendel et al. 1974). Frisch isolierte 
Kapillaren sind metabolisch aktiv und befinden sich in ihrem ursprünglichen 
Gewebeverband. Sie weisen wichtige Charakteristika wie Endothelrezeptoren und 
Carrier-Proteine auf und sind daher der in vivo-Situation sehr ähnlich (Bickel 2005). 
Die Isolierung von Gehirnkapillaren ist arbeitsintensiv und die Anwendungs-
möglichkeiten sind durch die relativ kurze Lebensfähigkeit der Kapillaren ein-
geschränkt (Miller et al. 2002; Sussman et al. 1988). Oftmals sind die Kapillaren mit 
weiteren Zelltypen assoziiert, was die Zuordnung der Funktionen zu bestimmten 
Zelltypen erschwert (White et al. 1981). Aus diesen Gründen wurde der Fokus 
vermehrt auf die in vitro-Modelle mit kultivierten Zellmonolayern gelegt. Sie vereinen 
Vorteile wie Einfachheit, Kosteneffizienz und hohe Flexibilität (Abschnitt 2.3.3).  
 Statische in vitro-Modelle der Blut-Hirn-Schranke 
Das am weitesten verbreitete Zellkulturmodell ist das statische Modell basierend auf 
einer Multiwell-Platte mit Zellkultureinsätzen, das häufig als Transwell™-Modell 
bezeichnet wird (Hajal et al. 2018; Kaisar et al. 2017). In dem Zellkultureinsatz 
befindet sich eine mikroporöse, semipermeable Filtermembran, die einen Austausch 
zwischen dem Akzeptor- und Donor-Kompartiment ermöglicht. Diese Membran 
besteht aus Materialien wie Polycarbonat (PC), Polytetrafluorethylen (PTFE) oder 
Polyethylenterephthalat (PET) und ist 10 bis 20 µm dick. Abhängig von der Anwen-
dung variieren die Porengrößen zwischen 0,4, 1,0, 3,0 und 8,0 µm (Ye et al. 2015). 




Üblicherweise werden die Endothelzellen auf der luminalen Seite entweder als Mono-
Kulturmodell oder mit Astrozyten, Perizyten, Neuronen und/oder Mikrogliazellen als 
Ko- oder Triple-Kulturmodell kultiviert. Befinden sich die verschiedenen Zelltypen 
jeweils auf den gegenüberliegenden Membranseiten, bezeichnet man das als direkten 
Kontakt. Dagegen spricht man von einem indirekten Kontakt, wenn eine zelluläre 
Interaktion ausschließlich über das Medium erfolgen kann (Abbildung 4). 
 
Abbildung 4: Statische in vitro-Transwell™-Modelle der Blut-Hirn-Schranke; Endothelzell-Mono-Kulturen werden 
durch eine indirekte (A, D) oder direkte (B, D) Kultivierung mit Astrozyten bzw. Perizyten zu Ko-Kulturen ergänzt. 
In Triple-Kulturen werden Endothelzellen mit zwei weiteren Zelllinien miteinander kultiviert (E, D). Abbildung 
modifiziert nach (Bicker et al. 2014) 
Die Barriereintegrität wird durch die Messung des TEER-Wertes und die Bestimmung 
der Permeabilität von parazellulär transportierten Substanzen, wie Natriumfluores-
zein oder FITC-Dextran, ermittelt. In der Vergangenheit wurden bereits verschiedene 
Ko-Kultivierungsvariationen von Endothelzellen mit Astrozyten untersucht. Die 
Untersuchungen zeigten, wie bedeutsam die interzelluläre Kommunikation für die 
Ausbildung einer ausgeprägten Endothelbarriere und die Entwicklung eines in vivo-
ähnlichen Blut-Hirn-Schranke-Modells ist (Thomsen et al. 2015; Watson et al. 2013; 
Nakagawa et al. 2009; Gaillard et al. 2001). Die Verwendung eines konditionierten 
Astrozyten-Mediums kann durch die Sezernierung löslicher Faktoren, wie TGF-β, 
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(Kuo und Lu 2011; Siddharthan et al. 2007; Fitsanakis et al. 2005; Sobue et al. 1999). 
Neben den Astrozyten haben auch Perizyten einen wichtigen Einfluss auf die 
Integrität der Blut-Hirn-Schranke (Armulik et al. 2010). Nakagawa et al. ermittelten 
bereits bei einem Ko-Kulturmodell aus primären Gehirnkapillar-Endothelzellen 
(brain capillary endothelial cells, BCECs) und Perizyten eine signifikante TEER-
Steigerung. In der gleichnamigen Studie wurden auch Ko-Kulturen mit Astrozyten 
und Triple-Kulturen mit Perizyten und Astrozyten untersucht, wobei die Triple-
Kultur mit einem direkten Kontakt zwischen den Endothelzellen und den Perizyten 
die höchsten TEER-Werte aufwies (Nakagawa et al. 2007). Auch die gemeinsame 
Kultivierung mehrerer Zelltypen auf einer Membranseite oder auf dem Well-Boden 
wurde in einigen Blut-Hirn-Schranke-Modellen als positiv bewertet (Toyoda et 
al. 2013; Vandenhaute et al. 2011). Interessanterweise wurde in einer Studie ein 
gegenteiliger Effekt der Perizyten auf die endotheliale Barriereintegrität gefunden. 
Als ursächlich wurden die von Perizyten sezernierten Matrix-Metalloproteinasen 
(MMP) und der Wachstumsfaktor VEGF angesehen (Thanabalasundaram et al. 2010).  
Durch die vielen Interaktionsmöglichkeiten verschiedener Zelltypen wird die neuro-
vaskuläre Einheit gut abgebildet. Dennoch gibt es eine deutliche Diskrepanz zwischen 
den statischen Modellen und den in vivo-Bedingungen, da wichtige Parameter wie der 
Blutfluss, die Scherspannung oder die Gefäßdimensionen durch die statischen 
Modelle nicht abgedeckt werden. 
 Dynamische in vitro-Modelle der Blut-Hirn-Schranke 
Dynamische Modelle werden dazu genutzt, laminare Strömungen entlang der 
Endothelzellen zu erzeugen und so den natürlichen Blutfluss zu imitieren. Im 
Unterschied zu den statischen Modellen wird durch den ständigen Durchfluss die 
Zusammensetzung des Zellkulturmediums konstant gehalten. Die resultierende 
Scherbeanspruchung ist entscheidend für den Phänotyp der Endothelzellen 
(Tarbell 2010). Untersuchungen haben gezeigt, dass hierbei apikale Mechano-
sensoren (Integrine, G-Proteine) und extrazellulär-signalregulierte Kinasen aktiviert 
werden (Cucullo et al. 2011a; Traub und Berk 1998). Außerdem wurde ein positiver 
Einfluss auf die endotheliale Barriere der Blut-Hirn-Schranke ermittelt, erkennbar an 




höheren TEER-Werten und niedrigeren Permeabilitäten (Booth und Kim 2014; Griep 
et al. 2013; Cucullo et al. 2008; Siddharthan et al. 2007; Cucullo et al. 2002). Weitere 
Veränderungen finden auch auf metabolischer Ebene statt, wie der Anstieg der 
Dehydrogenase und der Glycerinaldehyd-3-phosphat-Dehydrogenase (Cucullo et 
al. 2008).  
Um eine Scherspannung auf die Endothelzellen nachzubilden, wurden erste Versuche 
mit Kegel-Platte-Viskosimetern durchgeführt. Diese repräsentierten nur schwerlich 
die physiologischen Bedingungen und waren außerdem auf Mono-Kulturen begrenzt 
(Bussolari et al. 1982). Ein dynamisches Zellkulturmodell, das die dreidimensionale 
Architektur der Gehirnkapillaren darstellt, ist das DIV-Modell. In diesem Aufbau 
werden die Endothelzellen in Ko-Kultur an den Innen- und Außenwänden von porö-
sen Kapillarbündeln kultiviert. Die Blut-Hirn-Schranke zeigte nach der Einwirkung 
von Flussbedingungen deutlich höhere TEER-Werte sowie geringere Permeabilitäten 
im Kontrast zu dem herkömmlichen statischen Modell (Cucullo et al. 2008). Trotz 
dieser Vorteile ist die Anwendung des DIV-Blut-Hirn-Schranke-Modells nicht weit 
verbreitet. Neben der relativ aufwendigen Handhabung und dem erhöhten Kosten-
aufwand ist auch eine visuelle Beurteilung der Zellen nicht möglich. Der Zellstatus 
wird anhand des Glukoseverbrauchs und der Laktatproduktion bewertet (Rochfort 
und Cummins 2019). Des Weiteren ist die 150 µm dicke Faserwand im Vergleich zu 
der Membrandicke bei anderen Modellen oder zu den physiologischen Bedingungen 
verhältnismäßig dick und der interzelluläre Kontakt dadurch stark eingeschränkt.  
Mikrofluidische Systeme, sogenannte Organ-on-chip (OOC)-Systeme, berücksichtigen 
mikrovaskuläre Strukturen der Zellumgebung, strömungsinduzierte Scher-
spannungen sowie zelluläre Interaktionen bei einer gleichzeitigen Reduktion von 
Verbrauchsmaterialien und Testsubstanzen (Oddo et al. 2019). Mit Hilfe mikro-
technologischer Prozesse wird die Konstruktion von Kanalstrukturen im Mikrometer-
maßstab ermöglicht. Die Polymere Polymethylmethacrylat (PMMA) und Polydi-
methylsiloxan (PDMS) werden häufig für die Herstellung von Mikrosystemen mittels 
Soft-Lithographie-Verfahren eingesetzt. Sie ermöglichen die Herstellung von trans-
parenten und gaspermeablen Zellkultursystemen (Damiati et al. 2018). Die Nachteile, 
insbesondere bei der Verwendung von PDMS, sind die adsorptiven Eigenschaften 
(Halldorsson et al. 2015; Paguirigan und Beebe 2009; Toepke und Beebe 2006). 
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Integrierte Sensoren ermöglichen die Online-Messungen verschiedener Parameter 
wie pH, Temperatur und TEER in Echtzeit (Kaisar et al. 2017). So dient die TEER-
Analyse zur Überwachung der Barriereintegrität und wird entweder mit integrierten 
Elektroden (Walter et al. 2016; Booth und Kim 2014; Griep et al. 2013) oder mit 
einsetzbaren Elektroden (van der Helm et al. 2016b; Deosarkar et al. 2015; Brown et 
al. 2015) durchgeführt. 
 
Abbildung 5: Mikrofluidische in-vitro-Zellkulturmodelle der Blut-Hirn-Schranke: mikrofluidisches BHS-Modell 
μBBB (A), dreidimensionale Ansicht der porösen Membran am Schnittpunkt der Strömungskanäle im μBBB (B), 
mikrofluidisches paralleles Design mit Mikrolöchern (C), Weiterentwicklung des parallelen Designs mit 
abgeänderten zirkularen Kanälen (D); Abbildung modifiziert nach (He et al. 2014); AKM = Astrozyten-
konditioniertes Medium 
Innerhalb der letzten Jahre wurden verschiedene Designs, Zellinteraktionen und 
Materialien getestet und validiert. Eine Weiterentwicklung der konventionellen 
Transwell™-Modelle stellen die membranbasierten mikrofluidischen Modelle dar 
(Abbildung 5, A + B). Bei diesen ‚Sandwich‘-Strukturen sind der obere und untere 
Kanal durch eine poröse Membran voneinander getrennt (Maoz et al. 2018; Walter et 
al. 2016; Brown et al. 2015; Booth und Kim 2014). Häufig wird als Membranmaterial 
Polycarbonat mit Porendurchmessern von 0,2 bis 3,0 µm verwendet. Eine 
Überwachung des Zellwachstums wird durch die eingeschränkte Transparenz der 




Membranen und die übereinander gelagerte Zellkonfiguration erschwert (Oddo et 
al. 2019). Alternative transparente Membranmaterialien, wie z. B. PTFE, sind dies-
bezüglich besser geeignet (Sellgren et al. 2015). Die membranbasierten mikro-
fluidischen Systeme haben den Vorteil, dass sie eine moderate Komplexität aufweisen 
und einen relativ hohen Durchsatz ermöglichen. Verglichen mit den physiologischen 
Eigenschaften der Basalmembran sind die verwendeten Membranen relativ dick, was 
die Zellinteraktionen beeinflusst. Im Idealfall sollte eine nachgebildete Basalmembran 
aus biokompatiblen Materialien hergestellt sein und eine Dicke von ungefähr 100 nm 
haben (Oddo et al. 2019; Tilling et al. 1998). Alternativ dazu gibt es ein Design, bei 
dem die Kanäle parallel angeordnet sind. Die herkömmliche Membran ist durch eine 
Mikrokanal-Membran ersetzt (Abbildung 5, C). Diese besteht aus PDMS-basierten 
Mikrosäulen mit einem Abstand von 3 µm (Prabhakarpandian et al. 2013). Dasselbe 
parallele Design wurde mit abgeänderten zirkularen Kanälen als Ko-Kulturmodell mit 
Astrozyten (Deosarkar et al. 2015) und mit zerebralen Tumorzellen (Terrell-Hall et 
al. 2017) etabliert (Abbildung 5, D). Im Vergleich zu den membranbasierten Modellen 
erleichtert die parallele Kanalanordnung mit transparenten Materialien eine Echtzeit-
Visualisierung. Nachteilig ist, dass die PDMS-basierten Barrieren relativ dick 
(~ 50 µm) sind. Für die Nachbildung einer in vivo-ähnlichen Basalmembran kommen 
auch extrazelluläre Matrix (EZM)-basierte Modelle mit Kollagen-Gelen als 
physikalische Barriere zum Einsatz (Wevers et al. 2018; Adriani et al. 2017). Die EZM 
muss eine ausreichende Festigkeit aufweisen, damit jede Zelle in ihrem Komparti-
ment gehalten werden kann. Schwierigkeiten gibt es vor allem bei der Durchführung 
von Permeabilitätsuntersuchungen oder TEER-Analysen innerhalb solcher Systeme 
(van der Helm et al. 2016a). Ein weiterer Kultivierungsansatz auf Kollagenbasis ist 
das 3D-Modell von Kim et al., in dem Mikronadeln in ein Kollagen I-Gel eingebettet 
wurden. Nach der Entfernung der Mikronadeln entstehen Kollagen-Röhren, in denen 
die Endothelzellen kultiviert werden können (Kim et al. 2015).  
Neben den vorgegebenen Gefäßstrukturen ist die de novo-Rekonstruktion von Mikro-
gefäßen eine weitere Modellvariante. Die Endothelzellen bilden in Kollagen- oder 
Fibrin-Hydrogelen vaskuläre Netzwerke aus und knüpfen Kontakte zu anderen Zell-
typen (Bang et al. 2017). Das Modell bietet gute Möglichkeiten, die dichte Barriere 
und die Interaktionen zwischen den zerebralen Zellen realitätsnah darzustellen. 
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Allerdings ist die Vaskulogenese oft ungleichmäßig, was die experimentelle Repro-
duzierbarkeit stark einschränkt und die Anwendungsmöglichkeiten begrenzt (Oddo 
et al. 2019).  
Die mikrofluidischen Modellansätze zeigen hinsichtlich der Barrierefunktion und der 
Vorhersagbarkeit in Permeationsstudien vielversprechende Verbesserungen im Ver-
gleich zu herkömmlichen Transwell™-Modellen (van der Helm et al. 2016a). Hieraus 
ergeben sich allerdings auch neue Herausforderungen, da die Prozesse noch nicht 
standardisiert sind und sich nur schwer auf bestehende Protokolle übertragen lassen 
(Halldorsson et al. 2015). Das hohe Anforderungsprofil führt zu einer zunehmenden 
Komplexität der Systeme sowohl in der Fertigung als auch in der Anwendung. Das 
macht das Handling oft anspruchsvoll und zeitintensiv. Bei Transport- und 
Permeationsstudien sollte darauf geachtet werden, dass die Konzentrationen der zu 
untersuchenden Substanzen nicht unter der Detektionsgrenze liegen. Trotz der 
erheblichen Fortschritte in den letzten Jahren hat sich noch kein dynamisches 
in vitro-Blut-Hirn-Schranke-Modell etabliert, das alle Anforderungen abdecken kann. 
Häufig liegt daher der Fokus auf der Verbesserung und Optimierung bereits vor-
handener Modelle (Kara et al. 2017).  
 Zellkultivierung zerebraler Kapillarendothelzellen 
Im Allgemeinen basieren in vitro-Zellkulturmodelle auf primären Zellen, Stammzellen 
oder immortalisierten Zellkulturen. Primäre BCECs werden aus Gehirnkapillaren 
durch mechanische oder enzymatische Dispergierung isoliert und anschließend als 
adhärente Monoschicht in Kultur gehalten (Freshney 2010). Die erste Isolierung von 
BCECs wurde mit Rattengehirnen durchgeführt (Panula et al. 1978). Bis heute sind 
viele unterschiedliche Isolationsmethoden aus Gehirnen verschiedener Spezies wie 
z. B. Rind (Cecchelli et al. 1999; Rubin et al. 1991), Schwein (Nielsen et al. 2017), 
Maus (Wu et al. 2003), Hund (Gerhart et al. 1988) oder gelegentlich Mensch 
(Dorovini-Zis et al. 2003; Biegel et al. 1995) als Ausgangsmaterial beschrieben 
worden. Primäre BCECs weisen in den frühen Passagen viele Merkmale der Blut-Hirn-
Schranke in vivo auf. Insbesondere primäre bovine und porzine BCECs haben sich 
aufgrund ihrer guten Barriereeigenschaften mit TEER-Werten von 500 bis über 




1000 Ω · cm2 als geeignet herausgestellt (Helms et al. 2016; Patabendige et al. 2013a; 
Deli et al. 2005; Cecchelli et al. 1999). Allgemein hat die Verwendung von Schweine- 
und Rindergehirnen den Vorteil, dass diese einfach zu beschaffen sind und eine große 
Zellausbeute generieren. Im Unterschied dazu stammt humanes Gehirngewebe aus 
Biopsien und steht daher nur in geringen Mengen zur Verfügung (Lippmann et al. 
2012; Dorovini-Zis et al. 2003). Außerdem besteht dieses Gewebe häufig aus krank-
haft veränderten Zellen, wie z. B. Tumorzellen, bei denen möglicherweise andere 
Zelleigenschaften vorliegen. Rubin et al. isolierten primäre humane BCECs nach einer 
Gehirnbiopsie und erreichten maximale TEER-Werte von 339 ± 107 Ω · cm2 (Rubin et 
al. 1991). Bei der Isolierung primärer Nagetierzellen wird aufgrund des geringen 
Gehirnvolumens relativ viel Ausgangsmaterial benötigt. Trotz der geringen Aus-
beuten finden Nagetiermodelle eine vielseitige Anwendung (Deli et al. 2005). Das 
liegt vor allem an der guten Verfügbarkeit, der umfangreichen Charakterisierung und 
der guten Korrelation zu in vivo-Daten (Wilhelm und Krizbai 2014). Die Nagetier-
modelle weisen in Mono-Kultur TEER-Werte von 100 bis 300 Ω · cm2 (Helms et  
al. 2016) auf. Ein deutlicher TEER-Anstieg auf über 600 Ω · cm2 wurde bei einem Ko-
Kulturmodell mit Gliazellen ermittelt (Watson et al. 2013).  
Trotz der ähnlichen Eigenschaften zu den in vivo-Endothelzellen ist die Anwend-
barkeit von Primärzellen aufgrund einiger Nachteile begrenzt. Zum einen gibt es 
neben den ethischen Bedenken viele speziesspezifische Unterschiede bei der Gen-
expression von TJ-Proteinen, Transportern oder Rezeptoren (Aday et al. 2016; Hoshi 
et al. 2013; Warren et al. 2009). Zum anderen kommt es mit zunehmender Passagen-
zahl in Kultur zu einer Veränderung des Phänotyps und zu einem Verlust der 
Barriereeigenschaften. Des Weiteren ist der Isolationsprozess zeit- und kosten-
intensiv und die Handhabung der Zellen relativ anspruchsvoll. Weitere Heraus-
forderungen sind die biologischen Variabilitäten in Abhängigkeit des ursprünglichen 
Gewebes und der Isolationsmethode sowie die Gefahr von Kontaminationen durch 
andere Zelltypen, die zu einer uneinheitlichen Endothelzell-Monoschicht führen 
können (Helms et al. 2016). 
Eine Alternative zur Verwendung von Primärzellen sind Stammzellen, deren 
Erforschung in den letzten zehn Jahren große Fortschritte gemacht hat (Aday et 
al. 2016). Stammzellen haben die Fähigkeit zur Selbsterneuerung und können sich 
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gezielt in gewebespezifische Zelltypen differenzieren (Lippmann et al. 2012). 
Pluripotente Stammzellen (pluripotent stem cells, PSCs) können sich in jegliches 
Gewebe weiterentwickeln. Zu ihnen zählen embryonale Stammzellen (embryonal 
stem cells, ESCs), die aus der inneren Zellmasse von Blastozyten gewonnen werden 
(Thomson et al. 1998), und induzierte pluripotente Stammzellen (induced pluriporent 
stem cells, iPSCs), die durch eine Reprogrammierung somatischer Zellen pluripotente 
Eigenschaften erlangen (Yu et al. 2007; Takahashi et al. 2007). Die Verwendung von 
iPSCs ist aus ethischer und rechtlicher Sicht weniger problematisch als die von ESCs. 
Multipotente Stammzellen und Progenitorzellen aus adultem Gewebe können hin-
gegen nur in bestimmte, festgelegte Gewebstypen differenzieren.  
Ein humanes Blut-Hirn-Schranke-Modell wurde durch die Verwendung von hämato-
poetischen Progenitorzellen gewonnen und erreichte einen TEER von ungefähr 
60 Ω · cm2 (Cecchelli et al. 2014). Ein alternatives Modell mit humanen Endothel-
zellen wurde von Lippmann et al. durch ein mehrstufiges Differenzierungsprotokoll 
aus neuronalen Progenitorzellen entwickelt (Lippmann et al. 2013). Die differen-
zierten Endothelzellen wiesen in Mono-Kultur einen TEER von 222 ± 51 Ω · cm2 und 
in Ko-Kultur mit Astrozyten einen TEER von 1450 ± 140 Ω · cm2 auf. Eine Zugabe von 
Retinsäure förderte in humanen PSC-abgeleiteten BCECs die Expression von 
VE-Cadherin sowie Occludin und generierte in Ko-Kultur TEER-Werte von ungefähr 
5000 Ω · cm2 (Lippmann et al. 2014). Des Weiteren wurden iPSCs verwendet, um den 
Einfluss von Scherspannungen auf die Zellen zu untersuchen (DeStefano et al. 2017) 
und um ein humanes Quadrupel-Modell aus Endothelzellen, Astrozyten, Perizyten 
und neuronalen Progenitorzellen mit TEER-Werten bis zu 2500 Ω · cm2 aufzubauen 
(Appelt-Menzel et al. 2017).  
Für die Verwendung pluripotenter Stammzellen spricht, dass sie sich in alle Arten 
von somatischen Zellen mit in vivo-ähnlichen Zelleigenschaften differenzieren lassen 
(Helms et al. 2016). So kann möglicherweise zukünftig mit patientenspezifischen 
Zellkulturmodellen gearbeitet werden. Nachteilig sind die meist langwierigen 
Differenzierungsprotokolle und komplexen Arbeitsschritte. Abhängig vom Zell-
ursprung der iPSCs kann es zu Unterschieden in den molekularen und funktionellen 
Eigenschaften kommen, erkennbar z. B. an TEER-Schwankungen (Appelt-Menzel et 
al. 2017; Aday et al. 2016; Nukaya et al. 2015).   




Am weitesten verbreitet ist die Verwendung von immortalisierten Zelllinien (Rahman 
et al. 2016). Diese werden entweder aus Tumorgewebe gewonnen oder durch die 
Überexpression von viralen Onkogenen bzw. durch spontane Mutagenese gebildet. Im 
Unterschied zu isolierten Primärzellen besitzen sie den Vorteil, sich über längere 
Zeiträume ohne wesentliche Veränderungen kultivieren zu lassen. Außerdem sind sie 
einfach zu handhaben, ermöglichen einen hohen Durchsatz, haben gute Reproduzier-
barkeiten und ihre Kultivierung ist weniger zeit- und kostenintensiv als die von 
Primär- und Stammzellen (Daniels et al. 2013). Bei der Etablierung von in vitro-
Modellen werden neben Gehirnendothelzelllinien auch nicht-zerebrale Zelllinien 
eingesetzt. Aufgrund ihrer dichten parazellulären Barriere kommen bei diesen 
sogenannten Ersatzmodellen Epithelzelllinien, wie z. B. die MDCK (Madin Darby 
canine kidney) Zelllinie oder die humane Caco-2 (human colonic adenocarcinoma-2) 
Zelllinie zum Einsatz (Hellinger et al. 2012). Auch wenn die passive Diffusion von 
Substanzen bei der Verwendung von Ersatzmodellen zum Teil gut mit der Diffusion 
durch die Blut-Hirn-Schranke korreliert, treten zum Teil erhebliche Unterschiede in 
der Protein- und Transporter-Expression auf (Veszelka et al. 2018; Avdeef et 
al. 2015). So exprimiert die MDCK-Zelllinie hauptsächlich die TJ-Proteine Claudin-1 
sowie Claudin-4 und weniger das Blut-Hirn-Schranke-typische TJ-Protein Claudin-5 
(Veszelka et al. 2018; Wang et al. 2005). Ein weiterer Unterschied liegt bei der 
Expression von Efflux-Transportern. Um die Anwendbarkeit von MDCK Zellen in 
Efflux-Transportstudien zu verbessern, wurde die Zelllinie mit dem MDR1-Gen 
transfiziert und so eine Überexpression von P-gp bewirkt (Gartzke und Fricker 2014).  
Unter den zerebralen Endothelzelllinien sind die murinen Endothelzelllinien 
bEND.3/5 und MBEC-4 (Watanabe et al. 2013) sowie die Zelllinien RBE4 und GP8 aus 
der Ratte (Roux und Couraud 2005) weit verbreitet. Da sehr gute primäre Rinder- 
und Schweinemodelle zur Verfügung stehen, haben immortalisierte bovine und 
porzine Zelllinien, wie tBBEC-11749 und PBMEC/C1-2.153, nur geringe Bedeutung 
(Kara et al. 2017). Die Identifizierung von speziesspezifischen Unterschieden belegte 
die eingeschränkte Anwendbarkeit einiger tierischer Zelllinien (Hoshi et al. 2013; 
Warren et al. 2009). So wurde in humanen zerebralen Endothelzellen eine geringere 
BCRP-Expression festgestellt als in den Endothelzellen von Mäusen, Ratten, 
Schweinen oder Rindern (Warren et al. 2009). Als Konsequenz werden zunehmend 
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humane Endothelzelllinien für die Etablierung von Blut-Hirn-Schranke-Modellen 
eingesetzt. Beispiele für humane zerebrale Endothelzelllinien sind hCMEC/D3 
(Weksler et al. 2005), NKMI-6 (Ketabi-Kiyanvash et al. 2007), BB19 (Prudhomme et 
al. 1996), SV-HCEC (A. Muruganandam, 1997), TY10 (Sano et al. 2010) und hBMEC 
(Eigenmann et al. 2016; Stins et al. 2001). Eigenmann et al. verglichen die BB19, 
TY10, hBMEC und hCMEC/D3 Zelllinien miteinander und identifizierten die hBMEC 
Zelllinien aufgrund der besseren Permeabilitätswerte von Luzifergelb und Natrium-
fluoreszein als die am besten geeignete Zelllinie für ein humanes in vitro-Modell 
(Eigenmann et al. 2013).  
Im Vergleich dazu ist die hCMEC/D3 Zelllinie in der Literatur besser charakterisiert 
(Rahman et al. 2016; Helms et al. 2016). Sie exprimiert Junction-assoziierte IgG-
ähnliche Proteine wie JAM-A und PECAM-1 (platelet-endothelial cell adhesion 
molecule-1), AJ- und TJ-Proteine wie VE-Cadherin, Claudin-3/-5 und Occludin, Gerüst-
proteine wie ß-Catenin, ZO-1 und ZO-2 sowie verschiedene Endothelmarker wie den 
von-Willebrand-Faktor (vWF) (Helms et al. 2016; Weksler et al. 2013). Außerdem 
wurden zahlreiche SLC-Transporter, darunter SLC2A1 (Glut-1) und SLC7A5 (LAT-1) 
und ABC-Efflux-Transporter, darunter P-gp, MRP-4 und BCRP nachgewiesen 
(Ohtsuki et al. 2013; Lopez-Ramirez et al. 2013; Poller et al. 2010; Carl et al. 2010). 
Die Expression von P-gp der hCMEC/D3 Zellen ist denen der humanen BCECs ähnlich 
(Tai et al. 2009). Die hCMEC/D3 Zelllinie wird u. a. für Absorptions-, Transport-, 
Entzündungs- und Immunstudien sowie für die Untersuchung von Krankheits-
erregern, dynamischen Kultivierungsbedingungen und interzellulären Wechsel-
wirkungen eingesetzt (Weksler et al. 2013).  
Ein großer Nachteil aller Zelllinien sind die stark veränderten Eigenschaften, wie z. B. 
eine inhomogene TJ-Expression und eine geringe parazelluläre Dichtigkeit. Deutlich 
erkennbar wird das an den TEER-Werten, die mehrheitlich mit 10 bis 300 Ω · cm2 
unter denen der Primärzellen liegen. Es existieren viele immortalisierte Endothel-
zelllinien unterschiedlichen Ursprungs, aber keine repräsentiert vollständig die 
gewünschte Funktionalität der Blut-Hirn-Schranke (Kaisar et al. 2017). Im Hinblick 
auf eine einfache, kostengünstige Anwendung mit einem hohen Durchsatz für 
Arzneimittelabsorptionsstudien wird die Verwendung von immortalisierten 
Zelllinien weiterhin als sinnvoll erachtet.   




3 Material und Methoden 
3.1 Material 
Der folgende Abschnitt ist in die Unterkategorien Antikörper, Primer und Templates, 
Substanzen, Kits, Verbrauchsmaterialien, Laborgeräte und Software sowie 
dynamisches Zellkulturmodell unterteilt. Sofern nicht anders angegeben handelt es 
sich bei den Prozentangaben um die Massenkonzentration (m/V). 
 Antikörper 
Tabelle 1: Übersicht über die Antikörper, die für die Immunfluoreszenzfärbungen eingesetzt wurden 
Antikörperbezeichnung Spezies Verdünnung Herstellerangaben 
    
Primärer Antikörper    
Anti-Claudin-5, 0,2 mg/ml Kaninchen 1:40 Abcam (GBR-Cambridge) 
Anti-Occludin, 1,0 mg/ml  Kaninchen 1:500 Abcam (GBR-Cambridge) 
Anti-VE Cadherin, 1,0 mg/ml  Kaninchen 1:200 Abcam (GBR-Cambridge) 
Anti-von-Willebrand-Faktor, 8,6 mg/ml  Kaninchen 1:400 Abcam (GBR-Cambridge) 





Sekundärer Antikörper    
Anti-Rabbit IgG H&L (FITC) Ziege 1:200 Abcam (GBR-Cambridge) 
 Primer und Templates  
Tabelle 2: Übersicht über die Primer und Templates, die für die qRT-PCR-Untersuchungen verwendet wurden 




PrimePCR™ SYBR® Green ACTB, human  103 Bio-Rad Laboratories (DE-München) 
PrimePCR™ SYBR® Green CDH5, Human 104 Bio-Rad Laboratories (DE-München) 
PrimePCR™ SYBR® Green CLDN5, human 102 Bio-Rad Laboratories (DE-München) 
PrimePCR™ SYBR® Green GAPDH, human 97 Bio-Rad Laboratories (DE-München) 
PrimePCR™ SYBR® Green OCLN, human 90 Bio-Rad Laboratories (DE-München) 
PrimePCR™ SYBR® Green TJP1, human 94 Bio-Rad Laboratories (DE-München) 
PrimePCR™ Template CLDN5  - Bio-Rad Laboratories (DE-München) 
PrimePCR™ Template TJP1  - Bio-Rad Laboratories (DE-München) 




Tabelle 3: Übersicht über die verwendeten Substanzen 
Substanzen Herstellerangaben 
  
2-Propanol   CVH Chemie-Vertrieb (DE-Hannover) 
Calciumchlorid Hexahydrat Carl Roth (DE-Karlsruhe) 
Chloroform  Thermo Fisher Scientific (US-Waltham) 
Collagen Typ IV, human, 1 mg/mL in 0,5 M Essigsäure Merck (DE-Darmstadt) 
Collagen G (Typ I), 4 mg/ml in 15 mM HCl  Biochrom (DE-Berlin) 
Coulter Clenz® Cleaning agent Beckman Coulter (DE-Krefeld) 
D-Glucose Monohydrat Carl Roth (DE-Karlsruhe) 
Diethylpyrocarbonat-behandeltes Wasser, RNase-frei Thermo Fisher Scientific (US-Waltham) 
Dimethylsulfoxid (DMSO)  Thermo Fisher Scientific (US-Waltham) 
Dulbecco’s Modified Eagle’s Medium (DMEM), flüssig Merck (DE-Darmstadt) 
Dulbecco's MEM/Ham's F-12 Medium (1:1), flüssig Merck (DE-Darmstadt) 
eBioscience™ Calcein AM Thermo Fisher Scientific (US-Waltham) 
EDTA-Dinatriumsalz-Lösung, 2 % in PBS MP Biomedicals (US-Solon) 
Endothelial basal medium-2 (EBM™-2) Lonza (CH-Basel) 
Endothelial cell basal medium MV2 Promocell (DE-Heidelberg) 
Eosin G-Lösung, 0,5 % in H2O Merck (DE-Darmstadt) 
Ethanol absolut, ≥ 99,5 % (V/V) Carl Roth (DE-Karlsruhe) 
Eukitt®  O.Kindler (DE-Bobingen) 
FastRuler™ low range DNA-Leiter Thermo Fisher Scientific (US-Waltham) 
Fetales Kälberserum (FKS)  Biochrom (DE-Berlin) 
Fibroblast growth factor-basic, human (bFGF) Sigma-Aldrich Chemie (DE-Taufkirchen) 
Fibronectin, human, 1 mg/ml in PBS Merck (DE-Darmstadt) 
FITC-Dextran, 4 kDa (4000 g/ml) Sigma-Aldrich (DE-München) 
FluorSave™ Reagent  Merck (DE-Darmstadt) 
Gelatine reinst, Ph. Eur. SERVA Electrophoresis (DE-Heidelberg) 
Gentamicinsulfat, 10 mg/ml in H₂O Merck (DE-Darmstadt) 
Gibco™ Antibiotika/Antimykotika-Lösung, 
10.000 Units/ml Penicillin, 10.000 µg/ml Streptomycin, 
25 µg/ml Amphotericin B  
Thermo Fisher Scientific (US-Waltham) 
 
 
Gibco™ CO2-independent medium Thermo Fisher Scientific (US-Waltham) 
Gibco™ MCDB 131 Medium Thermo Fisher Scientific (US-Waltham) 
Gibco™ Trypsin 0,5 g/L - EDTA 0,2 g/L in HBSS  Thermo Fisher Scientific (US-Waltham) 
Ham‘s F-12 Medium, flüssig Merck (DE-Darmstadt) 
HEPES Puffer Biochrom (DE-Berlin) 




Tabelle 3: Übersicht über die verwendeten Substanzen 
Substanzen Herstellerangaben 
  
Hoechst 33342 Sigma-Aldrich (DE-Taufkirchen) 
Human endothelial serum-free medium (hESFM) Thermo Fisher Scientific (US-Waltham) 
Hydrocortison, 1 mg/ml in Ethanol Biochrom (DE-Berlin) 
Invitrogen™ TRIzol™ reagent  Thermo Fisher Scientific (US-Waltham) 
Kaliumchlorid Thermo Fisher Scientific (BE-Geel) 
Kollagen G (Kollagen Typ I) Sigma-Aldrich (DE-Taufkirchen) 
Laminin, human, 0,5 mg/mL in Tris-gepufferte NaCl-Lsg. Merck (DE-Darmstadt) 
L-Glutamin, 200 mM  Merck (DE-Darmstadt) 
Magnesiumsulfat Heptahydrat Thermo Fisher Scientific (BE-Geel) 
Matrigel™-Lösung, 9,1 mg/ml  BD Bioscience (DE-Heidelberg) 
Medium 199 (M199), flüssig Biochrom (DE-Berlin) 
MEM non-essential amino acids solution (NEAA), 100X Thermo Fisher Scientific (US-Waltham) 
MEM-Vitamin Lösung, 100X Biochrom (DE-Berlin) 
Mimimal Essential Medium (MEM) mit 2,2 g/l NaHCO3  Biochrom (DE-Berlin) 
MTT (Methylthiazolyldiphenyltetrazoliumbromid) Merck (DE-Darmstadt) 
Mycoplasma Removal Agent  MP Biomedicals (US-Solon) 
Natriumchlorid  Merck (DE-Darmstadt) 
O’RangeRuler™ 20 bp DNA-Leiter Thermo Fisher Scientific (US-Waltham) 
Paraformaldehyd (PFA) Sigma-Aldrich (DE-Taufkirchen) 
pCPT-cAMP Sigma-Aldrich (DE-Taufkirchen) 
Phosphate buffered saline (PBS) Dulbecco-Lösung,  
calcium- und magnesiumfrei, pH 7,4  
Sigma-Aldrich (DE- Taufkirchen) 
 
Polysorbat 20 (Tween® 20) Carl Roth (DE-Karlsruhe) 
Propidiumiodid  Sigma-Aldrich (DE-Hamburg) 
Rinderserumalbumin (BSA) Carl Roth (DE-Karlsruhe) 
RNase™ AWAY zur Oberflächendekontamination Fisher Scientific (DE-Schwerte) 
Ro-20-1724 (Phosphodiesteraseinhibitor) Merck (DE-Darmstadt) 
ROTI®CALIPURE pH-Pufferlösungen, pH 4,0, 7,0, 9,0 Carl Roth (DE-Karlsruhe) 
Roti®-Histofix 4 % (Formaldehyd) Carl Roth (DE-Karlsruhe) 
RPMI 1640 mit 2,0 g/l NaHCO3, flüssig Merck (DE-Darmstadt) 
Saccharose Sigma-Aldrich (DE-Taufkirchen) 
Serum-free endothelial cell medium (SF ECM) Cell Biologics (US-Chicago) 
Technovit® 3040 Heraeus Kulzer (DE-Wehrheim) 
Technovit® 7100  Heraeus Kulzer (DE-Wehrheim) 
TRIS HCl Sigma-Aldrich (DE- Taufkirchen) 
Triton X-100  Fisher Scientific (FIN-Vantaa) 
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Tabelle 3: Übersicht über die verwendeten Substanzen 
Substanzen Herstellerangaben 
  
Trypanblau-Lösung, 4 g/l in H2O Sigma-Aldrich (DE- Taufkirchen) 
Trypsin 2,5 g/l - EDTA 0,2 g/l in PBS Merck (DE-Darmstadt) 
Ziegenserum (normal goat serum, NGS) Vector Laboratories (US-Burlingame) 
 Kits 
Tabelle 4: Übersicht über die verwendeten Kits 




Cellviability ReagentKit® Beckman Coulter (DE-Krefeld) 
Endothelial cell growth medium (ECGM) MV2 Kit  Promocell (DE-Heidelberg) 
iScript™ gDNA Clear cDNA Synthesis Kit Bio-Rad Laboratories (DE-München) 
Microvascular endothelial cell growth medium-2  
BulletKit™ (EGM™-2 MV vereinfacht zu EGM-2) 
Lonza (CH-Basel) 
 
Microvascular endothelial SingleQuots™ Kit Lonza (CH-Basel) 
Mycoplasma Test Kit  Promocell (DE-Heidelberg) 
SsoAdvanced™ Universal SYBR® Green Supermix Bio-Rad Laboratories (DE-München) 
 Verbrauchsmaterialien 
Tabelle 5: Zusammenstellung der verwendeten Verbrauchsmaterialen 
Verbrauchs- und Labormaterialien Herstellerangaben 
 
  
Costar™ Zellkulturplatten, 6- und 12-Well  Corning Costar (US-Kennebunk) 
CryoPure® Einfriergefäß  Sarstedt (DE-Nümbrecht) 
Deckgläser Carl Roth (DE-Karlsruhe) 
Eppendorf Pipetten, 10, 100, 200, 1000 µl Eppendorf (DE-Hamburg) 
Hamilton™ Mikroliter-Spritze, 200 µl Fisher Scientific (DE-Schwerte) 
Hard-Shell® 96-Well PCR-Platten, weiß/transparent Bio-Rad Laboratories (DE-München) 
MicroWell™-Zellkulturplatte, 96-Well, schwarz & weiß Fisher Scientific (DE-Schwerte)  
Nalgene™ Mr. Frosty™ Gefrierbehälter  Thermo Fisher Scientific (US-Waltham) 
Nitrilhandschuhe VWR (DE-Darmstadt) 
Objektträger Carl Roth (DE-Karlsruhe) 
Pasteurpipetten Carl Roth (DE-Karlsruhe) 
PCR-Verschlussfolie für 96-Well, klebend, optisch klar Bio-Rad Laboratories (DE-München) 




Tabelle 5: Zusammenstellung der verwendeten Verbrauchsmaterialen 
Verbrauchs- und Labormaterialien Herstellerangaben 
 
  
Pipettenspitzen Biosphere® Filter für PCR, 0,1-20, 100 µl Sarstedt (DE-Nümbrecht) 
Pipettenspitzen Standard, 10, 100, 200, 1000 µl Eppendorf (DE-Hamburg) 
Reaktionsgefäß Multiply®-Pro für PCR, 0,2 ml Sarstedt (DE-Nümbrecht) 
Reaktionsgefäße Multi® Safe Seal, 0,5, 1,0, 1,5 ml Carl Roth (DE-Karlsruhe) 
Reaktionsgefäße SafeSeal für PCR, 1,5 ml Sarstedt (DE-Nümbrecht)  
Rotilabo™ Reaktionsgefäß, schwarz  Carl Roth (DE-Karlsruhe) 
Serologische Pipette, 2, 5, 10, 25 ml Sarstedt (DE-Nümbrecht) 
Skalpell Cutfix® B. Braun (DE-Melsungen) 
Spritzen, 2, 5, 10, 50 ml B. Braun (DE-Melsungen) 
Tefloneinbettform Histoform S  Heraeus Kulzer (DE-Wehrheim) 
Trägerteil Histobloc® Heraeus Kulzer (DE-Wehrheim) 
Zellkultureinsätze ThinCerts™, 0,4 µm, PET, 12 mm Greiner Bio One (DE-Bad Nenndorf) 
Zellkultureinsätze Transwell™, 0,4 µm, PET, 12 mm Corning Costar (US-Kennbunk) 
Zellkulturflasche, 115 cm2, mit verschließbarem Deckel TPP (CH-Trasadingen) 
Zellkulturflaschen, 25, 75 cm2  Sarstedt (DE-Nümbrecht)  
Zellkulturkammern, 8-Well  Sarstedt (DE-Nümbrecht) 
Zellkulturtestplatte, 24- und 96-Well TPP (CH-Trasadingen) 
Zellschaber S TPP (CH-Trasadingen) 
Zentrifugenröhrchen, 15, 50 ml Sarstedt (DE-Nümbrecht)  
Zentrifugenröhrchen, 250 ml Corning Costar (US-Kennbunk) 
 Laborgeräte und Software 
Tabelle 6: Übersicht über die Laborgeräte und ggf. die dazugehörige Software 
Laborgeräte und Software Herstellerangaben 
 
  
Allegra 64R Zentrifuge  Beckman Coulter (DE-Krefeld) 
Analysenwaagen Quintix® Sartorius (DE-Göttingen) 
AutoklavDX23 und VX150 Systec GmbH (DE-Linden) 
CFX96 (RT-PCR) und BioRad CFX Manager Software Bio-Rad Laboratories (DE-München) 
Coulter-Counter Z2  Beckman Coulter (DE-Krefeld) 
EBA 200 Zentrifuge  Hettich (DE-Tuttlingen) 
Endohm-12 Chamber® WPI (US-Sarasota) 
Eppendorf® Pipette Reference 2, 10, 100, 200, 1000 µl Eppendorf (DE-Hamburg) 
EVOM2® Meter  WPI (US-Sarasota) 
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Tabelle 6: Übersicht über die Laborgeräte und ggf. die dazugehörige Software 
Laborgeräte und Software Herstellerangaben 
 
  
Fluoreszenzmikroplattenleser GENios  Tecan (CH-Männedorf) 
Gen5™ Software BioTek (DE-Bad Friedrichshall) 
Infrarot-Thermometer  Medisana AG (DE-Neuss) 
ISM597 Peristaltikpumpe Ismatec (DE-Wertheim) 
KDS 270 Legacy Spritzenpumpe  KD Scientific (US-Holliston) 
Kleinschüttler IKA® MS 3 digital IKA®-Werke (DE-Staufen) 
Locator JR Plus Thermo Fisher Scientific (US-Waltham) 
Magallan™ Software Tecan (CH-Männedorf) 
Mikrotom HM 355s  Thermo Fisher Scientific (US-Waltham) 
NanoDrop-Spektrometer SimpliNano™  Biochrom (DE-Berlin) 
Olympus XC 30 Kamera Olympus (DE-Hamburg) 
OriginPro 9G Software  OriginLab (US-Northampton) 
Phasenkontrastmikroskop Olympus IX50 (invers)  Olympus (DE-Hamburg) 





PowerWave XS Mikroplattenleser mit der  BioTek (DE-Bad Friedrichshall) 
Präzisionswaagen Quintix® Sartorius (DE-Göttingen) 
Qik Spin Zentrifuge Süd-Laborbedarf (DE-Gauting) 
Sicherheitswerkbank der Klasse II Fisher Scientific (DE-Schwerte) 
Sterilisator SF110 Memmert GmbH (DE-Schwabach) 
STX2® Chopstick Electrode WPI (US-Sarasota) 
Thermo Scientific™ LN2-Vorratstanks Fisher Scientific (DE-Schwerte) 
Tischinkubator  Heraeus Kulzer (DE-Wehrheim) 
ViCell® Analyzer Beckman Coulter (DE-Krefeld) 
Zellkulturinkubator Thermo Fisher Scientific (US-Waltham) 
 
  




 Dynamisches Zellkulturmodell  
Das Zellkulturmodell DynaMiTES (Abbildung 6) entstand im Zuge eines inter-
disziplinären Projekts mit dem Institut für Mikrotechnik der TU Braunschweig. Es 
wurde ursprünglich als in vitro-Zellkulturmodell für dynamische Arzneimittel-
absorptionsstudien durch die Kornea konzipiert (Beißner et al. 2018; Mattern et 
al. 2018). Die Integration von konventionellen Zellkultureinsätzen in das System 
ermöglicht einen vielseitigen Einsatz, z. B. als in vitro-Blut-Hirn-Schranke-Modell. In 
den folgenden Abschnitten werden der Aufbau, der Entwicklungsverlauf und die 
verwendeten Materialien erläutert. 
 
Abbildung 6: Dynamisches Zellkulturmodell DynaMiTES: auseinandergebaut in die obere, mittlere und untere 
Ebene (A), zusammengebaut (B), Einsetzen eines beispielhaften Zellkultureinsatzes in das DynaMiTES (C) und 
exemplarische TEER-Messung im DynaMiTES mit Hilfe des EVOM2® Meters (D) 
Der Grundkörper des DynaMiTES besteht aus dem Material Polycarbonat, das im 
Vergleich zu dem häufig verwendeten PDMS chemisch inert ist. Darüber hinaus erfüllt 
es weitere Anforderungen, wie z. B. Robustheit, Transparenz und Zellverträglichkeit 
(Mattern et al. 2018). Das System gliedert sich in die obere, mittlere und untere 
Ebene. In der mittleren Ebene befindet sich der Zellkultureinsatz, der das Akzeptor-
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der oberen Ebene, die mit PTFE-beschichteten Silizium-Septa verschlossen sind, kann 
mit Hilfe von Mikroliter-Spritzen eine Probe entnommen werden. Das Akzeptor-
Kompartiment ist durch einen Dichtungsring aus Ethylen-Propylen-Dien-Monomer 
(EPDM)-Kautschuk gegen die untere Ebene, dem Donor-Kompartiment, hin ab-
gedichtet. Dieses Donor-Kompartiment fasst ein Volumen von 0,37 ml. Die Volumina 
der beiden DynaMiTES-Kompartimente sind vergleichbar mit denen von statischen 
Transwell™-Modellen (1,5 und 0,5 ml). Das Akzeptor- und Donor-Kompartiment im 
dynamischen System sind im Vergleich zu den Kompartimenten der herkömmlichen 
12-Well-Zellkultursysteme entgegengesetzt ausgerichtet. Um den Fluss des Mediums 
entlang des Zellmonolayers weiterhin zu gewährleisten, werden die Zellen auf der 
Membranunterseite der Zellkultureinsätze kultiviert. Informationen über die Zell-
aussaat sind in Abschnitt 3.2.8.1 zu finden. Der Kanal im DynaMiTES hat einen recht-
eckigen Querschnitt mit einer Höhe von 1 mm und einer Breite von 15 mm. Mit Hilfe 
einer Schlauch- bzw. Spritzenpumpe wurde im DynaMiTES eine laminare Strömung 
erzeugt. Charakteristisch ist hierbei ein parabolisches Strömungsprofil, bei dem die 
Fließgeschwindigkeit des Mediums in der Kanalmitte am höchsten und damit 
einhergehend dort die Scherkraft entlang der Strömungsrichtung am größten ist. Die 
strömungsinduzierte Scherspannung auf die Zellen in einem rechteckigen Mikrokanal 
(w>>h) unter Verwendung einer Newtonschen Flüssigkeit kann wie folgt berechnet 
werden (van der Helm et al. 2016a):  






τ [Pa] = Scherspannung 
η [Pa · s]= Viskosität 
Q [m3 · s−1]= Volumenfluss 
A [m2]= Fläche 
h [m] = Höhe 
Des Weiteren kann im DynaMiTES die Barriereintegrität der Zellen über den 
gesamten Versuchszeitraum mittels kontinuierlicher TEER-Messung durch die 
integrierten Elektroden kontrolliert werden.  




 Entwicklungsverlauf der DynaMiTES-Prototypen 
Die ersten DynaMiTES-Prototypen wiesen eine Länge von 7,3 cm und eine Breite von 
3,9 cm auf. Die Ebenen waren über zwei Zentrierstifte aus Metall miteinander 
verbunden und in der oberen und unteren Ebene befanden sich jeweils zwei 
konzentrische Edelstahl-Elektroden (Abbildung 7, A + B). Im weiteren Verlauf wurde 
das dynamische Zellkultursystem bis zum fünften Prototyp (Abbildung 6) von Kai 
Mattern in Zusammenarbeit mit Nicole Beißner und Sarah Hinkel weiterentwickelt, 
wobei die wichtigsten Geometrieparameter unverändert blieben, wie z. B. die 
Dichtringnut, das Akzeptor- und Donor-Kompartiment sowie die Kanalhöhe und der 
Kanalquerschnitt. 
 
Abbildung 7: Der zweite (A, B) und vierte (C, D) DynaMiTES-Prototyp jeweils auseinander- und zusammen-
gebaut; Foto (B) von (Beißner et al. 2018) 
Die ursprünglich eingebauten Metallstifte neigten zur Korrosion und erschwerten das 
Auseinander- und Zusammenbauen des DynaMiTES. Aus diesem Grund wurden die 
Metallstifte durch eine Ausrichtungshilfe aus integrierten Schienen an den 
verschiedenen Ebenen ersetzt. Da bei geringen Flussraten keine verbesserte 
Durchmischung nachgewiesen werden konnte, wurde bei der Weiterentwicklung 
zum Prototyp 3 auf die mikrofluidische Homogenisierungsstruktur im Kanal 
verzichtet und nur die Außengeometrie beibehalten (Mattern et al. 2018). Die oberen 
BA
C D
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Elektroden bekamen eine stabförmige Elektrodengeometrie in Anlehnung an die 
Elektroden in der Endohm®-Kammer. Bei der Weiterentwicklung zum vierten 
Prototyp (Abbildung 7, C + D) wurde für die Anwendung von Greiner®-Zellkultur-
einsätzen (ThinCert™) eine alternative mittlere Ebene mit veränderter Einsatz-
geometrie eingeführt. Der fünfte Prototyp wurde in einer größeren Stückzahl 
produziert. Bei diesem wurden zur Vermeidung von Korrosionen die Metallhülsen 
durch Hülsen aus Delrin ersetzt. Zusätzlich zu den herkömmlichen oberen und 
unteren Ebenen kamen elektrodenfreie und damit vollständig transparente Ebenen 
zum Einsatz. Sofern nicht anders angegeben wurden die Ergebnisse der vorliegenden 
Arbeit mit den fünften Prototypen erzielt.  
 DynaMiTES-Materialien 




Adapter IDEX H&S P-660 IDEX Health & Science (DE-Erlangen) 
Edelstahl (V2A bzw. V4A/1.4305) Schnabel GmbH (DE-Braunschweig) 
Flangeless Ferrule 1/16in Blue/10pk IDEX H&S P-200X IDEX Health & Science (DE-Erlangen) 
Flangeless Nut 1/16in PPS Headless M6 IDEX H&S P-288  IDEX Health & Science (DE-Erlangen) 
Neopren, Schlauch als Ring geklebt, 30 Shore, 14,5 · 2,0 mm Witte Barskamp (DE-Bleckede) 
O-Ring EPDM, 70 Shore, 1,42 · 1,52 mm HUG GmbH (DE-Ergolding) 
O-Ring EPDM, 70 Shore, 14,5 · 2,0 mm COG (D-Pinneberg) 
O-Ring EPDM, 70 Shore, 2,0 · 1,5 mm ERIKS Deutschland (DE-Bielefeld) 
O-Ring Silikon, 30 Shore, 14,5 · 2,0 mm ERIKS Deutschland (DE-Bielefeld) 
O-Ring Teflon, 50 Shore, 14,5 · 2,0 mm August Kuhfuss (DE-Braunschweig) 
PTFE-beschichtetes Silizium-Septum Altmann Analytik (D-München) 
Schlauch / Kapillare BOLA S 1810-09, ID: 0,5 bzw. 1,0 mm Bohlender (DE-Grünsfeld) 
Silikonschlauch, peroxidisch vernetzt, ID: 0,76 mm Cole-Parmer (DE-Wertheim) 
Tygon® ST R-3603, ID: 0,76 mm Cole-Parmer (DE-Wertheim) 
 
  





 Allgemeine Zellkultivierungsmethoden 
Alle sterilen Arbeitsschritte der Zellkultivierung erfolgten unter einer Sicherheits-
werkbank der Klasse II. Die hierfür verwendeten Hilfsmittel, Medien, Lösungen, 
Puffer und sonstigen Substanzen wurden steril bezogen bzw. vor der Verwendung 
hitzesterilisiert oder sterilfiltriert. Alle Zellarten wurden in Zellkulturinkubatoren in 
einer wasserdampfgesättigten Atmosphäre mit einem CO2-Gehalt von 5 % (V/V) bei 
37 °C kultiviert. Die Zellen wurden gemäß den Herstelleranweisungen mit dem 
Mycoplasma Test Kit alle vier Monate auf Mykoplasmen-Kontaminationen untersucht 
und nötigenfalls mit Mycoplasma Removal Agent behandelt. Die weiteren Zell-
kultivierungsmethoden werden in den folgenden Abschnitten näher erläutert. 
 Kultivierung und Subkultivierung 
Die Zellkultivierung erfolgte in 25 cm2 bzw. 75 cm2 Zellkulturflaschen aus Polystyrol. 
Ein Wechsel des zuvor mittels eines Tischinkubators auf 37°C temperierten Kultur-
mediums erfolgte alle zwei bis drei Tage. Das Wachstum der Zellen wurde regelmäßig 
unter dem inversen Phasenkontrastmikroskop kontrolliert. Nach dem Erreichen 
einer Zellkonfluenz von 80 bis 100 % wurden die Zellen subkultiviert. Hierzu wurden 
sie zunächst mit PBS gewaschen und gegebenenfalls mit einer EDTA-Lösung bei 37 °C 
inkubiert. Anschließend wurden die Zellen durch die Inkubation mit Trypsin-EDTA-
Lösung bei 37 °C von der Kultivierungsoberfläche abgelöst. Die Enzymreaktion wurde 
durch die Zugabe von serumhaltigem Medium gestoppt und die Zellen durch zügiges 
Pipettieren vereinzelt. Die Zellsuspension wurde mittels Coulter-Counter™ Z2 bzw. 
ViCell™ Counter gezählt und in neue Zellkulturflaschen mit dem jeweiligen Medium 
überführt. Die genauen Subkultivierungsbedingungen waren abhängig von der 
jeweilig verwendeten Zelllinie und sind der Tabelle 8 zu entnehmen.  
  




Zur Krykonservierung der Zelllinien wurden die Zellen, wie in 3.2.1.1 beschrieben, 
abgelöst, vereinzelt und gezählt. Anschließend wurden 1 · 106 bis 2 · 106 Zellen/ml im 
Einfriermedium suspendiert und in Einfriergefäße abgefüllt. Das Einfriermedium 
setzte sich aus fetalem Kälberserum (FKS), dem Kryoprotektivum DMSO und bei 
einigen Zelllinien zusätzlich aus dem jeweiligen Basalmedium zusammen. Eine 
Übersicht der Zusammensetzungen der unterschiedlichen Einfriermedien zeigt 
Tabelle 8. Die Einfriergefäße wurden in einem Gefrierbehälter über Nacht bei -80 °C 
gelagert. Durch diesen mit Isopropanol gefüllten Gefrierbehälter wurde eine Einfrier-
rate von -1 °C pro Minute gewährleistet. Anschließend wurden die Einfriergefäße zur 
langfristigen Lagerung in die flüssige Stickstoffphase des Stickstofflagertanks 
(-196 °C) überführt.  
Zum Auftauen der Zellen wurde das Einfriergefäß zügig im Wasserbad bei 37 °C 
angetaut und anschließend die Zellsuspension im 37 °C warmen Zellkulturmedium 
aufgenommen. Es folgte ein Zentrifugationsschritt für 3 min bei 500 g, bevor die 
Zellen abgesaugt, in neuem Zellkulturmedium suspendiert und in eine neue 
Zellkulturflasche überführt wurden. Vor der Durchführung eines Versuches wurden 
die Zellen mindestens einmal subkultiviert. 
Tabelle 8: Kultivierungsbedingungen der jeweiligen verwendeten Zelllinie; das Zellkulturmedium Caco-2-MEM 
bestand aus MEM, 20 % FKS, 1 % Antibiotika/Antimykotika-Lösung, 1 % NEAA und 2 mM L-Glutamin. Die 
weiteren Zellkulturmedien sind in den folgenden Abschnitten näher beschrieben. 
Kultivierungs-
bedingungen 
hCMEC/D3 cEND MDCK SVGmm Caco-2 
 
 
     
Turnus 2x/Woche 1x/Woche 2x/Woche 2x/Woche 1x/Woche 
EDTA - 10 s 15 min - 2 min 
Trypsin-EDTA 
(0,5 / 0,2 g/l)  
3 min 4 min - 2 min 8 min 
Trypsin-EDTA 
(1,0 / 0,2 g/l)  
- - 20 min - - 
Einfrier-
medium 
95 % FKS, 
5 % DMSO 
90 % cEND- 
DMEM, 10 % 
DMSO 
75 % MDCK-
MEM, 15 % 
FKS, 10 % 
DMSO 
90 % SVGmm-
MEM, 10 % 
DMSO 
75 % Caco-2-
MEM, 15 % 
FKS, 10 % 
DMSO  




 Immortalisierte humane zerebrale Endothelzelllinie hCMEC/D3 
Für die vorliegende Arbeit wurde die humane zerebrale mikrovaskuläre 
Endothelzelllinie hCMEC/D3 (Abbildung 8) von CELLution Biosystems (C-Burlington) 
mit einer Passage von 26 bezogen. Die Primärkultur dieser Endothelzellen wurde aus 
dem Temporallappen einer an Epilepsie erkrankten Spenderin gewonnen. Die Zellen 
wurden anschließend durch Transduktion mit lentiviralen Vektoren mit Hilfe der 
humanen Telomerase-Reverse-Transkriptase (hTERT) und des Simian-Virus 
T-Antigens (SV 40 großes T-Antigen) immortalisiert (Weksler et al. 2005).  
 
Abbildung 8: Phasenkontrastmikroskopische Aufnahme der humanen zerebralen Endothelzelllinie hCMEC/D3 
(Passage 32) am dritten Tag der Kultivierung in EGM-2 
Die hCMEC/D3 Zelllinie wurde im Wachstumsmedium EGM-2 bis zu einer Passage 
von 30 bis 40 kultiviert. EGM-2 wurde nach den Anweisungen des Herstellers aus 
endothelialem Basalmedium EBM-2 und SingleQuots™ Kit hergestellt. Das Kit bestand 
aus VEGF, bFGF, einem insulinähnlichen Wachstumsfaktor (insulin-like growth factor, 
IGF-1) und einem epidermalen Wachstumsfaktor (epidermal growth factor, EGF) 
sowie Ascorbinsäure, Gentamicin, Hydrocortison (jeweils ohne spezifizierte Angaben 
des Herstellers) und 2,4 % (V/V) FKS. Die Wachstumsoberflächen wurden vor der 
Kultivierung mit Rattenschwanzkollagen beschichtet. Das Kollagen wurde aus 
Rattenschwanzsehnen sauer extrahiert und bestand überwiegend aus Kollagen Typ I 
(Stephan Reichl 2003). Vor dem Gebrauch wurde die ethanolische, essigsaure 
Kollagen I-Stammlösung mit PBS auf 0,15 mg/ml verdünnt. Pro cm2 wurden 80 µl der 
Beschichtungslösung aufgetragen und für 1 h bei 37 °C inkubiert. Im Anschluss 
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wurden die Wachstumsoberflächen mit PBS gewaschen und die Zellen nach der 
Vereinzelung und Zählung, wie in Abschnitt 3.2.1.1 beschrieben, in einer Zelldichte 
von 2,5 · 104 Zellen/cm2 ausgesät. 
3.2.1.3.1 Variationen der Zellkulturmedien 
Für die Kultivierung der hCMEC/D3 Zellen in verschiedenen Zellkulturmedien 
wurden die Zellen schrittweise an das neue Basalmedium adaptiert. Bei jeder 
Subkultivierung wurde der Anteil des neuen Mediums um 25 % erhöht (van der Valk 
et al. 2010). Die untersuchten Basalmedien sind in Tabelle 9 aufgelistet.  
Tabelle 9: Variationen der Zellkulturmedien für die Wachstumsversuche mit der hCMEC/D3 Zelllinie; * das 
PromoCell Kit enthielt EGF (5 ng/ml), bFGF (10 ng/ml), IGF (20 ng/ml), VEGF (0,5 ng/ml), Ascorbinsäure 
(1 µg/ml) und Hydrocortison (0,2 µg/ml) sowie 2,4 % FKS. 
Zellkulturmedium  Supplemente  
  
Mit Serum  
EGM-2 (Standardmedium) SingleQuots™ Kit 
DMEM  SingleQuots™ Kit + 2 mM L-Glutamin  
Ham’s F-12 SingleQuots™ Kit 
DMEM/Ham’s F-12 (1:1) SingleQuots™ Kit 
M199 SingleQuots™ Kit + 2 mM L-Glutamin 
RPMI 1640 SingleQuots™ Kit + 2 mM L-Glutamin 
MCDB 131 SingleQuots™ Kit + 2 mM L-Glutamin 
ECGM MV-2  PromoCell Kit* + 1 % Antibiotika/Antimykotika-Lösung 
  
Serumfrei  
hESFM SingleQuots™ Kit ohne FKS-Zugabe 










 Immortalisierte murine zerebrale Endothelzelllinie cEND 
Die murine zerebrale Endothelzelllinie wurde freundlicherweise von Frau Blecharz-
Lang von der Charité Berlin zur Verfügung gestellt. Die Primärkultur der cEND Zellen 
(Abbildung 9) wurde aus den Großhirnrinden von neonatalen Mäusen isoliert. Die 
Immortalisierung erfolgte durch Transfektion mit dem mittleren T-Onkogen eines 
murinen Polyomavirus (PymT) (Burek et al. 2012; Förster et al. 2005).  
 
Abbildung 9: Phasenkontrastmikroskopische Aufnahme der murinen zerebralen Endothelzelllinie cEND 
(Passage 2 ab dem Erhalt der Zelllinie) am zweiten Tag der Kultivierung in cEND-DMEM 
Die Zellen wurden in cEND-DMEM, bestehend aus DMEM, 2 % (V/V) MEM-Vitaminen, 
2 mM L-Glutamin, 10 % (V/V) FKS und 1 % (V/V) Antibiotika/Antimykotika-Lösung 
in Zellkulturflaschen kultiviert. Zuvor wurden die Zellkulturflaschen mit 60 µl/cm2 
einer wässrigen Gelatine-Lösung (5 g/l) für 5 min bei Raumtemperatur beschichtet. 
Die Zellen wurden, wie in 3.2.1.1 beschrieben, subkultiviert und in einer Verdünnung 
der Zellsuspension von 1:4 bis 1:6 in neue Zellkulturflaschen ausgesät. 
 Immortalisierte canine renale Epithelzelllinie MDCK  
Die Madin-Darby canine kidney (MDCK) Zelllinie (Abbildung 10) wurde aus dem 
Sammelrohr der Niere eines weiblichen Cocker Spaniels gewonnen. Die Zelllinie lässt 
sich in die Subtypen I und II einteilen, die beständig unterschiedliche morphologische 
und funktionelle Eigenschaften zeigen. Die MDCK Zelllinie vom Typ I weist einen  
10- bis 100-fach höheren TEER-Wert auf als die MDCK Zelllinie vom Typ II (Sheller et 
al. 2017; Simonas und Virta 2006). Als Ursache wird eine veränderte TJ-Expression 
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des Proteins Claudin-2 vermutet (Lipschutz et al. 2005). Die in dieser Arbeit 
verwendete MDCK Zelllinie vom Typ I, die im Folgenden vereinfacht als MDCK 
Zelllinie bezeichnet wird, wurde von der Zellbank der European Collection of 
Authenticated Cell Cultures (ECACC) bezogen.  
 
Abbildung 10: Phasenkontrastmikroskopische Aufnahme der caninen Epithelzelllinie MDCK (Passage 34) am 
dritten Tag der Kultivierung in MDCK-MEM 
Bei den Zellen handelt es sich um polarisierte Zellen, die als quaderförmiges, 
einschichtiges Epithel wachsen. Die Zellen wurden in MDCK-MEM kultiviert, das aus 
MEM, 10 % (V/V) FKS, 2 mM L-Glutamin und 1 (V/V) % Antibiotika/Antimykotika-
Lösung bestand. Waren die Zellen ausreichend konfluent, wurden sie wie im 
Abschnitt 3.2.1.1 subkultiviert und mit einer Zelldichte von 0,4 · 104 Zellen/cm2 
ausgesät. 
 Immortalisierte humane Astrozytenzelllinie SVGmm 
Die humane Astrozytenzelllinie SVGmm (Abbildung 11) wurde freundlicherweise 
vom National Institute of Neurological Disorders and Stroke (NINDS, US-Bethesda) von 
Prof. Eugene Major in einer Passage von 63 bereitgestellt. Die Zellen wurden 
zwischen der achten und zwölften Schwangerschaftswoche aus dem primären 
menschlichen fetalen Gehirn gewonnen und 1985 von E. O. Major et al. durch 
Transfektion mit dem Adenovirusvektor SV40 immortalisiert (Major et al. 1985).  
  




Zur Kultivierung der Zellen wurde SVGmm-MEM verwendet, das aus MEM,  
1 % (V/V) Antibiotika/Antimykotika-Lösung, 10 % (V/V) FKS, 2 mM L-Glutamin und 
50 µg/ml Gentamicin bestand. Die Subkultivierung wurde, wie in 3.2.1.1 beschrieben, 
durchgeführt und Zellverdünnungen von 1:4 bis 1:6 in neue Zellkulturflaschen 
ausgesät. 
 
Abbildung 11: Phasenkontrastmikroskopische Aufnahme der humanen zerebralen Astrozytenzelllinie SVGmm 
(Passage 70) am dritten Tag der Kultivierung in SVGmm-MEM 
 Proliferationsverhalten von hCMEC/D3 
Zur Ermittlung der Proliferationseigenschaften der hCMEC/D3 Zellen in Abhängigkeit 
ihres Kultivierungsmediums wurden Wachstumskurven über einen Zeitraum von 
zehn Tagen aufgenommen. Hierfür wurden die Zellen in Kollagen I-beschichteten 
(0,15 mg/ml) 24-Well-Zellkulturplatten in einer Zelldichte von 2,6 · 104 Zellen/cm2 
ausgesät und kultiviert (Abschnitt 3.2.1). Zur Bestimmung der Zellzahlen wurden die 
Zellen zu festgelegten Zeitpunkten, wie unter 3.2.1.1, abgelöst, vereinzelt und gezählt. 
Die ermittelten Zellzahlen pro ml wurden logarithmisch gegen die Kultivierungszeit 
aufgetragen und mit der OriginPro Software analysiert. Der sigmoidale Wachstums-
verlauf ließ sich in mehrere Phasen unterteilen: die Latenz-Phase (lag-Phase), die 
exponentielle Wachstumsphase (log-Phase) und die stationäre Phase. Die 
Populationsverdopplungszeit (PDT) wurde innerhalb der exponentiellen Phase 
ermittelt.  
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 Untersuchung der Anheftungseffizienz 
Zur Untersuchung des Anheftungsvermögens der Endothelzellen an die Wachstums-
oberfläche in Abhängigkeit des Zellkulturmediums wurde die Anheftungseffizienz 
ermittelt. Es wurden 1,3 · 104 Zellen/cm2 in Kollagen I-beschichteten (0,15 mg/ml) 
24-Well-Zellkulturplatten ausgesät, für 2,5 h kultiviert und, wie in Abschnitt 3.2.1.1 
beschrieben, anschließend abgelöst, vereinzelt und gezählt. Die Anheftungseffizienz 
beschreibt den Quotienten aus der Anzahl adhärenter Zellen und der Gesamtzellzahl 




 · 100 
Gleichung 3.2 
 Untersuchung der Angiogenese 
Die angiogenetischen Eigenschaften von hCMEC/D3 Zellen wurde mit Hilfe des 
endothelial tube formation assays untersucht. Dieser beruht auf der Fähigkeit von 
Endothelzellen, kapillarähnliche Strukturen auf Basalmembranen wie dem Matrigel™ 
auszubilden. Matrigel™ wird aus dem Engelbreth-Holm-Swarm Maussarkom extra-
hiert und besteht zu ungefähr 60 % aus Laminin, 30 % Kollagen IV und 8 % Entacin 
sowie aus Heparinsulfatproteoglykanen und diversen Wachstumsfaktoren. Das basal-
membranähnliche Substrat wird in vielen Modellen angewendet, auch wenn es sich 
von der physiologischen Membran unterscheidet und die genaue Zusammensetzung 
variieren kann (LeBleu et al. 2007).  
Da Matrigel™ bei Temperaturen über 10 °C geliert, wurden vor der Verwendung die 
Hilfsmittel gekühlt und anschließend alle Arbeitsschritte auf Eis durchgeführt. Pro 
cm2 Wachstumsfläche einer 24-Well-Zellkulturplatte wurden 132 µl einer 9,1 mg/ml 
Matrigel™-Lösung aufgetragen und 1 h bei 37 °C inkubiert. Die hCMEC/D3 Zellen 
wurden subkultiviert (Abschnitt 3.2.1.1), 5,3 · 104 Zellen/cm2 ausgesät und für 48 h 
kultiviert. Das Zellverhalten wurde in festgelegten Zeitabständen mikroskopiert und 
fotografiert.  




 Immunfluoreszenzfärbung  
Zur Lokalisierung des Endothelmarkers vWF und der TJ-Proteine Claudin-5, ZO-1 und 
Occludin sowie des AJ-Proteins VE-Cadherin wurden immunzytochemische 
Färbungen durchgeführt (Abbildung 12).  
 
Abbildung 12: Schematische Darstellung der Arbeitsschritte bei Immunfluoreszenzfärbungen 
Zunächst wurden 2,5 · 104 Zellen/cm2 in Kollagen I-beschichteten (0,15 mg/ml) 
8-Well-Kammerobjektträgern ausgesät und bis zur Konfluenz von 80 % kultiviert. 
Dann wurden die Zellen für 10 min mit einer 4%igen Paraformaldehyd-Lösung fixiert. 
Die Zellen wurden dreimal mit PBS gewaschen und mit 0,1 % Triton X-100 in PBS 
permeabilisiert. Zur Absättigung von unspezifischen Bindungsstellen folgte eine 
Inkubation mit 10 % (V/V) Ziegenserum in PBS-T für 30 bis 45 min bei Raum-
temperatur. Der spezifische polyklonale Primärantikörper wurde mit 0,1 % BSA in 
TBS-T auf die gewünschte Verdünnung (Abschnitt 3.1.1, Tabelle 1) gebracht. Die 
Inkubation des Primärantikörpers erfolgte im Anschluss bei 4 °C über Nacht. Parallel 
dazu wurden die Negativkontrollen ohne den Primärantikörper durchgeführt. Die 
Zusammensetzungen der verwendeten Puffer und Lösungen stehen in Tabelle 10. 
Tabelle 10: Zusammensetzung der verwendeten (Puffer-)Lösungen 




4%ige Paraformaldehyd-Lösung 4 % PFA und 10 % Saccharose in PBS 
PBS mit Tween 20 (PBS-T)  0,1 % Tween 20 in PBS 
Tris-buffered saline mit Triton X-100 (TBS-T), 
pH 8,0 
150 mM Natriumchlorid, 10 mM Tris-HCl und 






Inkubation 1. AK 
Inkubation 2. AK
Detektion 
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Im folgenden Schritt wurden die Zellen dreimal mit PBS gewaschen und mit dem 
fluoreszenzmarkierten Sekundärantikörper, der mit PBS 1:200 verdünnt wurde, bei 
Raumtemperatur lichtgeschützt für 1 h inkubiert. Um die Zellkerne sichtbar zu 
machen, wurden die Zellen erneut mit PBS gewaschen und mit Hoechst 33342 
(20 µg/ml) in PBS für 15 min bei Raumtemperatur inkubiert. Der ungebundene 
Farbstoff wurde durch einen zweimaligen Waschschritt mit PBS entfernt. Während 
der einzelnen Arbeitsschritte wurde darauf geachtet, dass die Zellen vollständig mit 
Flüssigkeit benetzt blieben, um ein Austrocknen zu vermeiden. Die fixierten und 
gefärbten Zellen wurden im Anschluss mit FluorSave™ Reagenz luftblasenfrei 
eingedeckt und unter dem Fluoreszenzmikroskop untersucht. Als positive Referenzen 
wurden für Claudin-5 primäre porzine Gehirnendothelzellen (PBEC), für ZO-1 die 
Zelllinie Caco-2 und für Occludin und VE-Cadherin die Zelllinie HCE-T verwendet.  
 Genexpressionsanalyse 
Zur Untersuchung des Genexpressionsstatus der hCMEC/D3 Zellen, wurde zunächst 
die messenger ribonucleic acid (mRNA) aus den Zellen isoliert und mittels Reverser 
Transkriptase-Reaktion (RT-Reaktion) in complementary deoxyribonucleic acid 
(cDNA) umgeschrieben. Anschließend wurden die spezifischen Nukleinsäure-
sequenzen mit Hilfe der quantitativen Real-Time-PCR (qRT-PCR) amplifiziert und 
quantifiziert. Um eine Kontamination mit fremder RNA zu vermeiden, wurde der 
Arbeitsbereich vor der Durchführung des Versuches mit der Dekontaminationslösung 
RNaseAway™ gereinigt. Außerdem wurden alle Arbeitsschritte mit DNA-, DNase- 
sowie RNase-freien Reagenzien und Materialien durchgeführt und Nitrilhandschuhe 
verwendet. 
 RNA-Isolierung 
Die Isolierung der Gesamt-RNA erfolgte aus 5 · 106 bis 10 · 106 Zellen mit Hilfe des 
Reagenzes TRIzol™, das zur Zelllyse Guanidiniumthiocyanat und zur Lösung der RNA 
Phenol enthält. Erst wurden die Zellen kräftig im TRIzol™-Reagenz resuspendiert und 
5 min lang inkubiert. Die Phasentrennung erfolgte durch eine 2-minütige Inkubation 
mit Chloroform und einer anschließenden Zentrifugation mit 1,2 · 104 g bei 2 – 8 °C 




für 15 min. Es bildete sich eine obere, hydrophile Phase mit RNA, eine Interphase mit 
DNA und eine untere, organische Phase mit Proteinen. Die RNA-haltige, hydrophile 
Phase wurde vorsichtig in ein neues Reaktionsgefäß überführt und für 10 min mit 
Isopropanol inkubiert, wodurch die RNA präzipitierte. Die Probe wurde noch einmal 
mit 1,2 · 104 g bei 2 – 8 °C für 10 min zentrifugiert und der Überstand vorsichtig 
entfernt. Der Rückstand wurde mit 75 % (V/V) Ethanol versetzt und erneut mit 
7,5 · 103 g bei 2 – 8 °C für 5 min zentrifugiert. Der RNA-Rückstand wurde in RNAse-
freiem Wasser bei 55 – 60 °C für 10 min gelöst.  
Im Anschluss wurde der RNA-Gehalt durch Absorptionsmessungen mit dem 
NanoDrop-Spektrometer bei einer Wellenlänge von 260 und 280 nm ermittelt. Das 
Absorptionsverhältnis bei 260 und 280 nm (A260/280) wurde zur Bestimmung der 
Reinheit verwendet. Ein Verhältnis von 1,8 wurde als reine DNA verstanden, während 
2,0 als reine RNA angesehen wurde. Ein Verhältnis unter 1,8 war ein Hinweis auf eine 
Verunreinigung mit Phenol oder Proteinen (Müller 2016). Bis zur Durchführung der 
cDNA-Synthese wurde die RNA bei -80 °C gelagert.  
 cDNA-Synthese 
Zum Entfernen von Verunreinigungen mit genomischer DNA wurde vor der cDNA-
Synthese die DNA mit Hilfe von Restriktionsendonukleasen (iScript™ gDNA Clear 
cDNA Synthesis Kit) geschnitten. Für die Reaktion wurde 1 µg RNA in einem Volumen 
von 14 µl RNase-freiem Wasser verwendet. Zu jeder Probe wurden iScript™ DNase 
und iScript™ DNase Buffer hinzugegeben und der Ansatz gut gemischt. Die Reaktion 
erfolgte dann im Thermocycler bei vorgegebenem Temperaturprotokoll. Eine Über-
sicht über die Zusammensetzung des Reaktionsansatzes sowie das Temperaturprofil 
sind in Tabelle 11 bzw. in Tabelle 12 dargestellt. Um RNA-Veränderungen zu 
vermeiden, wurde direkt im Anschluss die cDNA-Synthese durchgeführt. Hierzu 
wurde zu jedem Reaktionsansatz iScript™ Reverse Transcription Supermix 
hinzugegeben. Dieser wurde bei den Kontrollproben durch den iScript™ no-Reverse 
Transcription Control Supermix ersetzt. Nach der Behandlung im Thermocycler 
wurden die Proben 1:4 bzw. 1:5 mit RNase-freiem Wasser verdünnt und bis zur 
Durchführung der qRT-PCR bei -20 °C gelagert.  
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Tabelle 11: Übersicht der Reaktionsansätze für die DNA-Restriktion und die cDNA-Synthese 





iScript™ DNase 0,5 










iScript™ Reverse Transcription Supermix 4,0 




Tabelle 12: Temperaturprofil der DNA-Restriktion und der cDNA-Synthese im Thermocycler 
Prozess Temperatur [°C] Zeit [min:s] Anzahl der Zyklen 
 
 
   
DNA-Restriktion    
DNA-Hydrolyse 25 5:00 1 
DNase-Inaktivierung  75 5:00 1 
Lagerung (optional) 4 bis zur cDNA-Synthese 1 
 
 
   
cDNA-Synthese    
Primeranlagerung 25 5:00 1 
Reverse Transkription  46 20:00 1 
Inaktivierung der RT  95 1:00 1 
Lagerung (optional)   -20                   ∞ 1 
 Quantitative Real-Time Polymerase-Kettenreaktion  
Mit Hilfe der quantitativen Real-Time Polymerase-Kettenreaktion (qRT-PCR) wurden 
spezifische Gensequenzen auf der cDNA vervielfältigt und durch Fluoreszenz-
messungen quantifiziert. Nach einer thermischen Auftrennung des DNA-Doppel-
strangs lagerten sich die Primer spezifisch an die jeweiligen Sequenzen an. Von 
diesen ausgehend amplifizierte das Enzym DNA-Polymerase mit Hilfe von 
korrespondierenden Nukleotidsequenzen den cDNA-Einzelstrangabschnitt. Durch die 
Einlagerung des Fluoreszenzfarbstoffes SYBR Green in die DNA konnte die 




Quantifizierung während des Zyklus in Echtzeit verfolgt werden. Der PCR-Zyklus 
wurde 40-mal wiederholt, um eine exponentielle Vervielfältigung des Genabschnittes 
zu erreichen. Für die Durchführung wurde das SsoAdvanced™ Universal SYBR® Green 
Supermix-Kit mit dem Temperaturprofil aus Tabelle 14 verwendet. Während der 
Versuchsvorbereitungen wurden die Reagenzien auf Eis gelagert. Der SsoAdvanced™ 
Universal SYBR® Green Supermix, der Forward- und Reverseprimer und das RNase-
freie Wasser wurden zusammen pipettiert und gründlich gemischt (Tabelle 13). Die 
cDNA wurde, abhängig von dem Zielgen, mit einem Gehalt von 25 bzw. 50 ng pro Well 
eingesetzt. Bei der Negativkontrolle wurde die cDNA durch ein äquivalentes Volumen 
an RNase-freiem Wasser ersetzt. Zuletzt wurde die 96-Well-Platte mit einer PCR-
Verschlussfolie verschlossen und im Thermocycler der Firma Bio-Rad mit dem 
Temperaturprofil aus Tabelle 14 analysiert. Die Schmelzkurvenanalyse diente zur 
Identifikation von unspezifischen Amplifikationsprodukten und Primerdimeren. Alle 
Proben wurden als Triplikate vermessen. 
Tabelle 13: Übersicht des Reaktionsansatzes für die qRT-PCR pro Well einer 96-Well-Platte; ACTB und GAPDH 
wurden als Referenzgene analog zu dem jeweiligen Zielgen eingesetzt. 
Komponente Volumen pro Reaktion [µl] 




SsoAdvanced™ Universal SYBR® Green Supermix 10,0 10,0 
Forward-/Reverseprimer  1,0 1,5 
RNase-freies Wasser 7,0 4,5 




Endvolumen 20,0 20,0 
Tabelle 14: Temperaturprofil für die qRT-PCR 
Prozess Temperatur [°C] Zeit [min:s] Anzahl der Zyklen 
 
 
   
Aktivierung 95 1:00 1 
Denaturierung 95 0:05 40 
Primeranlagerung 60 0:30 40 
Aufschmelzen  95 0:10 1 
Schmelzkurve 65 – 95 (0,5 °C Schritte) 0:05/Schritt 1 
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Die Auswertung erfolgte nach der von Hellemans et al. weiterentwickelten Pfaffl-
Methode (Hellemans et al. 2007). Bei dieser effizienzkorrigierten relativen 
Quantifizierungsmethode wird die Expression des Zielgens mittels der Expression 
mehrerer Referenzgene normalisiert und die Effizienz eines jeden Gens 
berücksichtigt (Gleichung 3.3). Die Effizienzen der eingesetzten Primer sind in 
Abschnitt 3.1.2 in Tabelle 2 dargestellt. Die Pfaffl-Effizienz entspricht der Primer-











NRQ = normalisierte relative Genexpression (normalized relative quantity) 
Ct = Schwellenwertzyklus (cycle threshold) 
E = Pfaffl-Effizienz 
 Zellkultivierung im Transwell™- bzw. ThinCert™-Modell  
Das statische Blut-Hirn-Schranke-Modell fand als Mono- sowie als Ko-Kulturmodell 
Anwendung. Die Kultivierung und die jeweiligen Untersuchungsmethoden werden in 
den folgenden Abschnitten näher erläutert.  
 Aufbau einer Mono-und Ko-Kultur mit hCMEC/D3  
Zur Charakterisierung der Barriereeigenschaften von hCMEC/D3 Zellen wurden die 
Zellen in 12-Well-Zellkultureinsätzen kultiviert. Hierbei fanden entweder Trans-
well™- oder ThinCert™-Einsätze mit einer Membran aus PET und einer Porengröße 
von 0,4 µm Verwendung, die zuvor mit 0,15 mg/ml Kollagen I beschichtet wurden. Im 
Anschluss erfolgte die Zelleinsaat mit einer Zelldichte von 4,4 · 104 Zellen/cm2 bis 
1,8 · 105 Zellen/cm2. Das luminale Kompartiment wurde mit 0,5 ml und das baso-
laterale Kompartiment mit 1,5 ml EGM-2 gefüllt. Zwei Tage nach der Aussaat wurde 
das Kultivierungsmedium EGM-2 durch das Assaymedium (AM) ersetzt, das aus 
EBM-2, 1 ng/ml bFGF, 2,5 % (V/V) FKS, 0,55 µM Hydrocortison, 10 mM HEPES und 
1 % (V/V) Antibiotika/Antimykotika-Lösung bestand. Das Wachstum sowie die 




Morphologie der Zellen wurden regelmäßig unter dem inversen Phasenkontrast-
mikroskop kontrolliert und das Medium alle zwei bis drei Tage gewechselt. Die 
Kultivierung als Mono-Zellkulturmodell erstreckte sich über einen Zeitraum von 
sieben bis zehn Tagen und wurde nur für den Langzeitversuch auf 27 Tage erweitert. 
In regelmäßigen Zeitabständen wurde der TEER-Wert ermittelt (Abschnitt 3.2.7.4). 
Zur Untersuchung des Einflusses von Astrozyten auf die endotheliale Barriere-
integrität wurde eine Ko-Kultur aus hCMEC/D3 und SVGmm Zellen in Kollagen I-
beschichteten (0,15 mg/ml) 12-Well-Zellkultureinsätzen (PET, 0,4 µm) aufgebaut. 
Zum Aufbau einer direkten Ko-Kultur wurden die SVGmm Zellen in einer Zelldichte 
von 2,6 · 104 Zellen/cm2 auf die basolaterale Seite der Membran ausgesät. Hierfür 
wurden die Zellkultureinsätze umgedreht in eine 6-Well-Zellkulturplatte eingebracht 
und die Zellen in 200 µl SVGmm-Medium über Nacht inkubiert. Ein 6-Well-Metall-
abstandshalter sorgte für einen ausreichenden Abstand zwischen der Zellsuspension 
und dem Deckel. Für den Aufbau der indirekten Ko-Kultur wurden die SVGmm Zellen 
in einer Zelldichte von 2,6 · 104 Zellen/cm2 auf den Well-Boden der Zellkulturplatte 
eingesät. Am nächsten Tag wurde das SVGmm-Medium entfernt und die hCMEC/D3 
Zellen, wie zuvor beschrieben, ausgesät und kultiviert. 
 Variationen von Kultivierungsbedingungen 
Zur Untersuchung des Einflusses verschiedener Kultivierungsbedingungen auf die 
Barriereintegrität von hCMEC/D3 Zellen wurden neben den Zellkulturmedien 
(Abschnitt 3.2.1.3.1) auch die Membranporengröße, das Beschichtungsmaterial, die 
Medienzusätze und das Zellarrangement variiert. Eine detaillierte Übersicht liefert 
Tabelle 15. Abgesehen von den jeweilig variierten Faktoren, wurden die 
Standardbedingungen, wie in Abschnitt 3.2.7.1 erläutert, beibehalten.  




Porengröße   
0,4, 1,0 und 3,0 µm Verwendung von Kollagen I-beschichteten 
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Ohne Beschichtung Mit PBS angefeuchtet 
Kollagen I 150 µg/ml, 1 h bei 37 °C 
Kollagen G 133 µg/ml, 12 h bei RT 
Kollagen IV 50 µg/ml, 3 h bei RT 
Fibronektin 50 µg/ml, 3 h bei RT 
Kollagen IV + Fibronektin 300 µg/ml + 7,5 µg/ml, jeweils 2 h bei RT 
Kollagen IV + Fibronektin + Laminin (5:2:3) Jeweils 50 µg/ml, 3 h bei RT 




Medien- und Medienzusätze  
EGM-2 Ab Tag 0, ohne Wechsel zu AM 
AM Ab Tag 0 
AM ohne Serum Ab Tag 1 bzw. ab Tag 3 
AM mit 0,25 %, 0,5 % bzw. 10,0 % Serum  Ab Tag 0 
AM ohne HC Ab Tag 0 
AM mit 550 bzw. 1000 nM HC Ab Tag 1 und 3 
AM mit 250 µM pCPT-cAMP und  
17,5 µM Ro-20-1724 
Ab Tag 0  





Mono-Kultur mit hCMEC/D3 Normale Zellorientierung 
Mono-Kultur mit SVGmm Inverse Zellorientierung 
Ko-Kultur mit hCMEC/D3 und SVGmm Direkte und indirekte Ko-Kultur 
 Hämatoxylin-Eosin-Färbung (HE-Färbung) 
Für die morphologische Untersuchung eines endothelialen Monolayers im 
Querschnitt wurden die hCMEC/D3 Mono-Kulturen für sieben Tage in 12-Well-
Zellkultureinsätzen kultiviert (Abschnitt 3.2.7.1) und anschließend für 24 h mit 
4%iger Formaldehydlösung fixiert. Zur Dehydrierung der Zellen wurden die 
Zellkultureinsätze nacheinander je einmal mit 30, 50, 70 und 90%igem (V/V) Ethanol 
und dreimal mit absolutem Ethanol für jeweils 30 min inkubiert. Danach wurden die 




Einsätze mit einer 1:1-Mischung aus Basisflüssigkeit Technovit 7100 und absolutem 
Ethanol für 2 h und in reiner Basisflüssigkeit Technovit 7100 für 1 h vorinfiltriert. Für 
den eigentlichen Infiltrationsschritt wurden die Zellkultureinsätze mit einem 
Gemisch aus Basisflüssigkeit Technovit 7100 und 1 % Härter über Nacht bei 4 °C 
versetzt. Technovit 7100 besteht aus Hydroxyethylmethacrylat (HEMA), das bei 
niedrigen Temperaturen polymerisiert und zur Herstellung von dünnen 
Probequerschnitten geeignet ist. 
Für die Polymerisationsreaktion wurden die Membranen mit den Zellen vorsichtig 
von den Zellkultureinsätzen gelöst und mit einem Skalpell halbiert. Die halbierten 
Membranen wurden in die Histoform S platziert und 1 ml Polymerisationslösung, die 
aus der Infiltrationslösung und 6,67 % Härter II bestand, wurde hinzugegeben. 
Nachdem die Proben innerhalb von 2 h bei Raumtemperatur ausgehärtet waren, 
wurden sie mit dem schnell härtenden Harz Technovit 3040 überzogen und nach 
weiteren 10 min mittels einer auf den Proben platzierten Halterung aus ihrer 
Einbettform gelöst. Im Anschluss konnten die Proben mit einem Mikrotom dünn 
geschnitten und auf Glasträger aufgebracht werden.  
Zur Visualisierung der biologischen Strukturen wurden die Probenschnitte mit den 
Farblösungen Hämatoxylin und Eosin gefärbt und mikroskopisch untersucht. 
Hämatoxylin färbt basophile Zellstrukturen, wie z. B. Zellkerne, blau und Eosin acido-
phile Zellstrukturen, wie z. B. Proteine im Zytoplasma und Mitochondrien, rosa. Die 
Probenschnitte wurden für 40 min mit Hämatoxylin-Lösung inkubiert und danach 
einige Minuten mit Leitungswasser gewaschen. Anschließend wurden sie 45 min lang 
mit 0,5 % Eosin-G-Lösung gefärbt und erneut mit Leitungswasser gewaschen. Zur 
Entfärbung von unspezifischen Strukturen wurden die Probenschnitte kurzzeitig in 
einem Behälter mit je 70, 90 und 100%igem (V/V) Ethanol gehalten. Nach einer 
kurzen Trocknungszeit wurden die Objektträger mit Eukitt® eingedeckt und unter 
dem Mikroskop begutachtet.  
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 Transendothelialer elektrischer Widerstand 
Die TEER-Messung stellt eine nicht-invasive Methode zur Bestimmung der 
Barriereintegrität von Zellmonolayern dar. Sie erfolgte mit Hilfe des Messgerätes 
EVOM2® bei einer Frequenz von 12,5 Hz. Das Messgerät war hierbei, abhängig von 
dem Zellkulturmodell, entweder mit der Endohm®-Kammer oder den STX2®-
Elektroden verbunden. Der gemessene TEER-Wert kann mit dem parazellulären 
Widerstand gleichgesetzt werden, da dieser wesentlich geringer ist als der trans-
zelluläre Widerstand. 
Vor der Versuchsdurchführung wurden die Elektroden mit 70%igem (V/V) Ethanol 
gereinigt, mit dem jeweiligen Zellkulturmedium bei Raumtemperatur äquilibriert und 
der Widerstand des Zellkulturmediums gemessen (Blankwert). Der TEER-Wert 
wurde während der Zellkultivierung auf Zellkultureinsätzen mindestens alle drei 
Tage sowie vor und nach der Durchführung von Permeationsuntersuchungen erfasst. 
Für jedes Experiment wurde von dem gemessenen Widerstand der Widerstand eines 
unbesiedelten und gegebenenfalls beschichteten Zellkultureinsatzes (Leerwert) 
subtrahiert. Anschließend wurde zur Bestimmung des TEER-Wertes in Ω · cm2 der 
resultierende Wert mit der Wachstumsfläche der Membran multipliziert.  
 Statische Permeationsuntersuchungen 
Ein gebräuchlicher Parameter zur Bestimmung der Permeabilität von Blut-Hirn-
Schranke-Modellen ist der scheinbare (apparente) Permeationskoeffizient. Die 
Permeationsuntersuchungen wurden in 12-Well-Zellkultureinsätzen durchgeführt. 
Vor und nach jedem Versuch wurde der TEER-Wert, wie in Abschnitt 3.2.7.4 
beschrieben, gemessen. Vor den Permeationsuntersuchungen wurden die Zellen eine 
halbe Stunde in KRB (Tabelle 16) bei 37 °C äquilibriert.  





Krebs-Ringer buffer  
(KRB), pH 7,4 
6,8 g NaCl, 0,14 g NaH2PO4 · H2O, 2,1 g NaHCO3, 1,1 g 
D-Glucosemonohydrat, 0,26 g CaCl2 · 6 H2O, 3,575 g HEPES, 
0,4 g KCl und 0,2 g MgSO4 · 7 H2O in 1 l bidestilliertem Wasser 




Für die Permeation wurde das Akzeptor-Kompartiment des Zellkulturmodells mit 
1,5 ml KRB und das Donor-Kompartiment mit 0,5 ml Markersubstanz-Lösung gefüllt. 
Als hydrophile und den parazellulären Transport anzeigende Markersubstanz wurde 
Natriumfluoreszein (NaF) in einer Konzentration von 25 bzw. 250 µg/ml oder 
Fluoreszeinisothiocyanat (FITC)-Dextran 4 kDa (FD4) in einer Konzentration von 
250 µg/ml eingesetzt. Vor der Verwendung wurden das Akzeptor- und Donor-
Medium auf 37 °C temperiert. Die Permeation wurde in einem Tischinkubator bei 
37 °C auf einem Basisplattenschüttler bei 200 U/min durchgeführt. Über einen Zeit-
raum von 150 min wurde in regelmäßigen Zeitabständen 100 µl Proben aus dem 
Akzeptor-Medium entnommen und durch die äquivalente Menge an KRB ersetzt. 
Handelte es sich um ein inverses Zellkulturmodell wurden 1,0 ml Donor-Lösung und 
0,5 ml Akzeptor-Lösung verwendet und jeweils 50 µl Proben gezogen und durch KRB 
ersetzt.  
Die Proben wurden direkt in eine schwarze 96-Well-Mikrotiterplatte pipettiert und 
mit einem Fluoreszenzmikroplattenleser bei einer Anregungswellenlänge von 
485 nm und einer Emissionswellenlänge von 535 nm vermessen. Anhand der Proben-
konzentrationen wurde die Menge an permeierter Donor-Lösung berechnet und über 
die Zeit aufgetragen. Der Flux der Markermoleküle und der scheinbare Permeations-
koeffizient (Papp) wurde aus dem linearen Anstieg der Permeationskurve berechnet 
(Gleichung 3.4 und Gleichung 3.5). 






J = Flux 
Q = Substanzmenge   
A = exponierte Fläche 
 
 






C0 = Ausgangskonzentration  
Papp = scheinbarer Permeationskoeffizient 
t = Zeit 
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Die Permeation der Markermoleküle erfolgte durch einen Zellmonolayer, der auf 
einer Membran mit 0,4 µm Poren kultiviert wurde. Die Membran selbst stellt auch 
eine Permeationsbarriere dar. Die Berechnung des endothelialen Permeabilitäts-
koeffizienten (Gleichung 3.6) wurde unter Einbezug der Ergebnisse eines 
unbesiedelten Zellkultureinsatzes durchgeführt (Strazza et al. 2016; van der Helm et 











Papp =  Permeationskoeffizient gesamt (scheinbarer) 
Pe =  Permeationskoeffizient der Endothelzellen 
Pm =  Permeationskoeffizient der unbesiedelten Membran 
 
 Materialtestung 
Vor den eigentlichen Kultivierungsversuchen im DynaMiTES wurden die 
verschiedenen DynaMiTES-Materialien auf ihre Zellverträglichkeit untersucht und 
nötigenfalls durch ein zellverträgliches Material ersetzt. Für die Materialtests wurden 
die hCMEC/D3 Zellen mit einer Zelldichte von 4,4 · 104 Zellen/cm2 auf beschichteten 
ThinCert™-Membranen ausgesät. Die Probenstücke wurden auf den unteren Well-
Boden ohne direkten Kontakt zu den Zellen platziert. Bei der Materialtestung der 
Schläuche wurde das Medium zunächst für 24 h in den Schläuchen inkubiert, bevor es 
anschließend auf die Zellen übertragen wurde. Diese indirekte Inkubation der 
Materialien wurde unmittelbar nach der Aussaat oder nach dem Erreichen der 
Konfluenz für drei Tage durchgeführt.  
Nach der Inkubation wurden die Zellen auf ihre mitochondriale Aktivität mit Hilfe 
eines kolorimetrischen Farbstofftests untersucht. Der Tetrazoliumfarbstoff Methyl-
thiazolyldiphenyltetrazoliumbromid (MTT) wird durch NAD(P)H-abhängige zelluläre 
Oxidoreduktase-Enzyme in den Zellen zu einem unlöslichen Produkt namens 
Formazan reduziert. Formazan ist blau gefärbt und wird über die Zelllyse freigesetzt, 
bevor es durch UV-Absorption bestimmt werden kann. 




Das MTT-Reagenz ist lichtempfindlich und daher wurden alle Schritte lichtgeschützt 
durchgeführt. Die Zellen wurden mit PBS gewaschen und mit 0,5 ml 0,05 % (m/V) 
MTT-Lösung für zwei Stunden bei 37 °C inkubiert. Anschließend wurden die Zellen 
zweimal mit PBS gewaschen und mit 300 µl DMSO zur Zelllyse auf einem Basis-
plattenschüttler bei 200 U/min für 10 min inkubiert. Die Farbstofflösung wurde 
dreimal auf und ab pipettiert und entweder direkt vermessen oder in schwarzen 
Reaktionsgefäßen bei -20 °C gelagert. Die UV-Absorptionsmessung wurde bei einer 
Wellenlänge von 570 nm nach einer Schüttelzeit von 10 Sekunden mit dem 
PowerWave XS Mikroplattenleser unter Verwendung des Softwareprogramms Gen5 
durchgeführt. Die unbehandelte und unveränderte Referenz wurde auf 100 % 
Zelllebensfähigkeit gesetzt (Positivkontrolle). Als Negativkontrolle dienten Zellen, die 
zuvor mindestens 10 min mit 0,05 % (m/V) Triton X-100 behandelt wurden. 
 Zellkultivierung im Cerebral DynaMiTES 
Neben der statischen Kultivierung in konventionellen 12-Well-Zellkultureinsätzen 
wurden die hCMEC/D3 Zellen auch im dynamischen Zellkulturmodell DynaMiTES 
kultiviert. Informationen zum Modellaufbau und den verwendeten Materialien sind in 
Abschnitt 3.1.7 erläutert. Der Versuchsaufbau und die Durchführung der 
dynamischen Kultivierung werden in den folgenden Abschnitten beschrieben. 
 Vorkultivierung einer Mono- und Ko-Kultur mit hCMEC/D3 
Für eine Kultivierung im DynaMiTES musste die herkömmliche Kultivierung 
modifiziert werden. Hierbei wurde die Zellausrichtung von der Oberseite (normal) 
auf die Unterseite (invers) der Transwell™-Membranen abgeändert. Diese 
Modifikation war wichtig, damit der Flüssigkeitsstrom im DynaMiTES am Zell-
monolayer entlangströmen konnte. Für die inverse Kultivierung wurde zunächst die 
Unterseite der Membran mit Kollagen I (0,15 mg/ml) beschichtet und je nach 
Experiment wurden die hCMEC/D3 Zellen in einer Zelldichte von 4,5 · 104 
bis 1,3 · 105 Zellen/cm2 in 200 µl Medium auf die Kollagenschicht ausgesät und für 6 h 
invers inkubiert. Eine Ausnahme mit einer Inkubationszeit von 3 h stellte der Versuch 
dar, bei dem die normale und inverse Kultivierung miteinander verglichen wurden. 
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Bei der inversen Aussaat wurde eine 6-Well-Zellkulturplatte und ein passender 
Metallabstandshalter zu Hilfe genommen (Abschnitt 3.2.1.6). Um ein Austrocknen des 
Zellsuspensionstropfens auf der Membran zu verhindern, wurde die 6-Well-
Zellkulturplatte mit PBS gefüllt. Nach der Inkubationszeit wurde das restliche 
Medium vorsichtig entfernt und die Zellkultureinsätze wurden in ihrer vorgesehenen 
Ausrichtung in einer 12-Well-Zellkulturplatte für ein bis vier Tage kultiviert 
(Abschnitt 3.2.7.1).  
Im Unterschied zum Mono-Kulturmodell wurden bei der Ko-Kultivierung zunächst 
die SVGmm Zellen mit einer Zelldichte von 5,4 · 104 Zellen/cm2 auf die obere Seite der 
Membran ausgesät und für 24 h im SVGmm Medium kultiviert. Zur inversen Aussaat 
der hCMEC/D3 Zellen wurde das SVGmm Medium entfernt und die Zellkultureinsätze 
vorsichtig umgekehrt in 6-Well-Zellkulturplatten überführt. Jedes Well war beim 
Überführen mit EGM-2 gefüllt, damit die SVGmm Zellen weiterhin mit Medium 
versorgt werden konnten. Es wurde darauf geachtet, dass sich keine Luftblasen unter 
dem Zellkultureinsatz bildeten. Die hCMEC/D3 Zellen wurden daraufhin mit einer 
Zelldichte von 1,3 · 105 Zellen/cm2 auf die untere Seite der Membran ausgesät und für 
6 h inkubiert. Nach der Inkubationszeit wurden die Zellenkultureinsätze in ihrer 
vorgesehenen Ausrichtung in die 12-Well-Zellkulturplatte überführt und mit 1,5 ml 
EGM-2 im Akzeptor-Kompartiment und mit 0,5 ml EGM-2 im Donor-Kompartiment 
für drei Tage weiter kultiviert. 
 Statische und dynamische Kultivierung im DynaMiTES 
Vor der Verwendung wurde das auseinandergebaute DynaMiTES flächendeckend mit 
70%igem (V/V) Ethanol besprüht und unter der Sicherheitswerkbank der Sicher-
heitsklasse II abgedampft. Die Schläuche, Hülsen, Schrauben und die mittlere Ebene 
wurden autoklaviert. Anschließend wurde das System zusammengebaut und dreimal 
mit sterilem PBS gespült. Die vorkultivierten Zellen wurden in das DynaMiTES 
eingesetzt und entweder dynamisch oder statisch weiter kultiviert (Abbildung 13). 
Während des Einsetzprozesses wurde zur Minimierung des Gegendruckes einer der 
seitlichen Schläuche entfernt. Anschließend wurde das System bei der Befüllung des 
Mediums leicht schräg nach oben gehalten, um Luftblasen leichter aus dem Donor-
Kompartiment zu entfernen.  





Abbildung 13: Kultivierungsschemata des DynaMiTES; die Zellen wurden invers eingesät, für ein bis vier Tage 
vorkultiviert und anschließend ins DynaMiTES eingesetzt. 
Das DynaMiTES wurde an den seitlichen Hülsen über flexible Schläuche mit der 
Peristaltik- bzw. Spritzenpumpe verbunden. Um auftretende Undichtigkeiten zu 
minimieren, wurden für die Langzeituntersuchungen (≥ 24 h) Spritzenpumpen im 
Infusions- und Rückzugsmodus eingesetzt. Voruntersuchungen hatten gezeigt, dass es 
zwischen der Verwendung von Schlauch- und Spritzenpumpe keinen Unterschied 
hinsichtlich der endothelialen Zellviabilität gibt. Je nach Versuchsaufbau variierten 
die Flussraten von 0,03 bis 3,3 ml/min und die Kultivierungszeiträume von 3 bis 72 h. 
Die Versuche wurden in CO2-unabhängigem Medium (CO2-IDM) im Tischinkubator 
durchgeführt. Vergleichbar mit dem Assaymedium wurde dem CO2-ID Medium 
0,55 µM Hydrocortison, 1 % (V/V) Antibiotika/Antimykotika-Lösung, 1 ng/ml bFGF, 
2,5 % (V/V) FKS und 10 mM HEPES zugesetzt. Alternativ wurden bei den 
Kultivierungsversuchen über 24 h die hCMEC/D3 Zellen in EGM-2 unter Verwendung 
eines semipermeablen Verschlusses einer 75 cm2 großen Zellkulturflasche im Zell-
kulturinkubator kultiviert. Hierzu mussten die Spritzenpumpen außerhalb des 
Zellkulturinkubators platziert und längere Verbindungsschläuche verwendet werden, 
da anderenfalls ein zu hoher Wärmeanstieg bei den Pumpen beobachtet wurde. In 
einem Versuchsaufbau konnten vier DynaMiTES gleichzeitig dynamisch kultiviert 
werden. Aufgrund des Fassungsvermögens der Spritzen wurde das Zellkulturmedium 
kontinuierlich für 18,6 h in eine Richtung gepumpt und anschließend wieder zurück-
gepumpt (Abbildung 14). Als Kontrolle wurden jeweils einige Zellkultureinsätze 









Abbildung 14: Versuchsaufbau bei einer Kultivierungszeit länger als 24 h: Platzierung der Schlauchpumpen 
neben dem Inkubator (A), dynamisch kultivierte DynaMiTES im Inkubator an die Schlauchpumpen angeschlossen 
und mit Flaschendeckeln verschlossen (B), statisch kultivierte DynaMiTES im Inkubator mit Flaschendeckeln 
verschlossen (C) 
Im Rahmen eines Experiments wurden die besiedelten Zellkultureinsätze 6 h nach 
der Zellaussaat in das DynaMiTES eingesetzt und sieben Tage statisch im Zellkultur-
inkubator kultiviert. Die Kontrollzellen wurden analog dazu in der 12-Well-Zell-
kulturplatte kultiviert. Innerhalb dieses Zeitraums wurde das Medium täglich 
gewechselt, um eine Unterversorgung mit Medium zu vermeiden. Die untere Ebene 
mit den integrierten Elektroden wurde durch eine transparente Ebene ohne 
Elektroden ausgetauscht. Somit war ein Mikroskopieren innerhalb der Kultivierungs-
zeit ohne eine Beeinflussung der Zellen möglich. 
 Direkte Zelleinsaat ins DynaMiTES 
Um den Einsetzprozess zu umgehen, wurde zunächst der unbesiedelte Zellkultur-
einsatz in die mittlere DynaMiTES-Ebene eingeführt und erst im Anschluss MDCK 
Zellen mit einer Zelldichte von 8,9 · 104 Zellen/cm2 auf die Membran ausgesät. Für die 
Sicherstellung einer sterilen Umgebung mit ausreichender Nährstoffversorgung 
wurde diese Ebene in eine 115 cm2 großen Zellkulturflasche mit verschließbarem 
Deckel eingeführt und kultiviert (Abbildung 15). Nach vier Tagen wurden die 
Zellkultureinsätze entweder herausgenommen und mit Hilfe der STX2®-Elektrode 
vermessen oder mit den anderen Ebenen zu einem vollständigen DynaMiTES 
zusammengebaut. Bei Letzterem wurden die Zellen entweder direkt wieder heraus-
genommen und untersucht oder für weitere 3 h im DynaMiTES kultiviert.  
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Abbildung 15: Inversen Einsaat der MDCK Zellen direkt in die mittlere Ebene (A) und die weitere Kultivierung in 
einer Zellkulturflasche von der Aufsicht (B) und der Seitenansicht (C); damit die Zellen bei der inversen 
Kultivierung den Flaschenboden nicht berühren, wurden die mittleren Ebenen auf sterilen Objektkammerdeckeln 
platziert (B, C). 
 Kultivierungsbedingungen weiterer Zelllinien 
Die folgende Tabelle stellt die Zelllinien und ihre jeweiligen Kultivierungs-
bedingungen dar, die ebenfalls für eine Kultivierung im DynaMiTES verwendet 
wurden.  
Tabelle 17: Übersicht über die Kultivierungsbedingungen verschiedener Barrieremodelle im DynaMiTES  
Zelllinie Kultivierungsbedingungen 
 
   
Endotheliale Zelllinie  
cEND Statische und dynamische Kultivierung ab Tag 4; Zell-
kultureinsätze mit 0,5 % Gelatine-Lösung beschichtet; 
1,3 · 105 Zellen/cm2 in CO2-IDM mit 2 mM L-Glutamin, 
10 % (V/V) FKS, 1 % (V/V) Antibiotika/Antimykotika-
Lösung und 2 % (V/V) MEM-Vitamin  
  
Epitheliale Zelllinie  
MDCK Statische und dynamische Kultivierung ab Tag 3 bis 5; 
8,9 · 104 Zellen/cm2 in CO2-IDM mit 2 mM L-Glutamin, 
10 % (V/V) FKS und 1 % (V/V) Antibiotika/Antimykotika-
Lösung; alternativ auch in KRB oder in MDCK-MEM 
Caco-2 Statische Kultivierung ab Tag 12; Zellkultureinsätze mit 
0,5 % Gelatine-Lösung beschichtet; 8,9 · 104 Zellen/cm2 
in CO2-IDM mit 10 % (V/V) FKS, 2 mM L-Glutamin,  
und 1 % (V/V) Antibiotika/Antimykotika-Lösung 
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 Untersuchung der Zellviabilität 
Zur Untersuchung des Einflusses einer DynaMiTES-Kultivierung auf die Zellen, wurde 
die Zellviabilität mit Hilfe verschiedener Testmethoden untersucht. Hierbei kamen 
die Lebend/Tot-Färbung, die Trypanblaufärbung und die Zellzählung sowie der MTT-
Assay zum Einsatz. Zunächst wurden die Zellen, wie im Abschnitt 3.2.8.1 beschrieben, 
im DynaMiTES kultiviert. Anschließend wurden die Zellkultureinsätze aus dem 
DynaMiTES vorsichtig mit einer Pinzette herausgenommen und in eine 12-Well-
Zellkulturplatte überführt. Das anschließende Vorgehen wird in den folgenden 
Abschnitten erläutert. 
3.2.8.5.1 Lebend/Tot-Färbung 
Bei der Lebend/Tot-Färbung handelt es sich um eine Vitalitätsanalyse basierend auf 
den zwei Fluoreszenzfarbstoffen Hoechst 33342 und Propidiumiodid (PI) sowie dem 
Acetomethoxyderivat Calcein (Calcein AM). Hoechst 33342 ist ein zellpermeables 
Bisbenzimid, das sich in die DNA vorzugsweise im Bereich des Adenin-Thymins 
einlagert und eine blaue Fluoreszenz aufweist. Der gebundene Farbstoff wird durch 
ultraviolettes Licht mit einer Wellenlänge von 350 nm angeregt und emittiert Licht 
von 461 nm Wellenlänge. Propidiumiodid ist ein membranundurchlässiger DNA-
Farbstoff, der Zellen mit geschädigter Zellmembran farbig markiert. Das Anregungs-
maximum von gebundenen Propidiumiodid beträgt 535 nm und das Emissions-
maximum der roten Fluoreszenz 617 nm. Der dritte Farbstoff, Calcein AM, ist ein 
nicht fluoreszierender und membrangängiger Markierungsfarbstoff für Lebendzellen. 
Nach dem Eindringen in die Zellen hydrolysieren interzelluläre Esterase-Enzyme die 
Acetoxymethylester-Gruppe und Calcium bindet an Calcein. Das Calcium-bindende 
Calcein hat ein Anregungsmaximum von 495 nm und ein Emissionsmaximum von 
515 nm. Die hCMEC/D3 Zellen wurden in Zellkultureinsätzen eingesät und kultiviert 
(Abschnitt 3.2.7.1), mit KRB gewaschen und mit 0,2 ml Farbstofflösung bestehend aus 
0,02 mg/ml Hoechst 33342, 0,02 mg/ml Propidiumiodid und 5 µM Calcein AM für 
30 min lichtgeschützt inkubiert. Anschließend wurden die Zellen erneut mit KRB 
gewaschen und unter dem Fluoreszenzmikroskop analysiert. Als Negativkontrolle 
dienten Zellen, die zuvor 10 min mit 0,05 % Triton X-100 behandelt wurden  




3.2.8.5.2 Zellzählung und Zellvitalität mittels Trypanblaufärbung 
Die Zellzählung und Trypanblaufärbung wurde mit dem ViCell® Analyzer durch-
geführt. Trypanblau ist ein Diazofarbstoff, der nur von Zellen mit einer geschädigten 
Zellmembran aufgenommen und assimiliert wird und daher Auskunft über die 
Membranintegrität der Zellen gibt. Die Zellmonolayer wurden für 5 min mit 0,05 % 
Trypsin-EDTA-Lösung bei 37 °C inkubiert und dann mit Hilfe eines Zellschabers von 
der Membran abgelöst. Die Zellen wurden im Well einer 12-Well-Zellkulturplatte nach 
der Zugabe von Zellkulturmedium durch zügiges Pipettieren vereinzelt und im 
Anschluss mit dem ViCell® Analyzer vermessen. Die Zellsuspension wurde auto-
matisch aufgezogen und im Verhältnis 1:1 mit einer 0,4%igen Trypanblau-Lösung 
vermischt. Von dieser Zellsuspension wurden mittels digitaler Bildtechnologie 50 
Fotos aufgenommen, anhand derer die Zellanzahl pro ml ermittelt und das Verhältnis 
zwischen gefärbten und ungefärbten Zellen analysiert wurde.  
3.2.8.5.3 MTT-Assay 
Der MTT-Assay wurde, wie unter 3.2.7.6 beschrieben, durchgeführt.  
 TEER-Untersuchung im DynaMiTES 
Das DynaMiTES wurde mit dem EVOM2®-Gerät verbunden und die Messung erfolgte 
bei einer Frequenz von 12,5 Hz. Gegenüber der herkömmlichen Endohm®-Kammer 
und der STX2®-Elektrode haben die DynaMiTES-Elektroden den Vorteil, dass die 
Messung ohne eine Unterbrechung der Kultivierung erfolgen kann. Die ermittelten 
TEER-Werte im DynaMiTES wurden in einer Vergleichsstudie mit den Ergebnissen 
der herkömmlichen Elektroden verglichen. Hierfür wurde die MDCK Zelllinie 
aufgrund ihrer guten Barriereeigenschaften verwendet. Zunächst wurde der TEER-
Wert eines MDCK Monolayers durch die Endohm®-Kammer und die STX2®-Elektrode 
ermittelt. Anschließend wurden die Zellkultureinsätze in das DynaMiTES eingebracht, 
kurz äquilibriert und der TEER-Wert gemessen. Nach dem Herausnehmen aus dem 
DynaMiTES wurden die TEER-Werte erneut mit der Endohm®-Kammer und der 
STX2®-Elektrode überprüft. Mögliche Korrosionsschichten auf den Elektroden im 
DynaMiTES wurden mit Hilfe von Stahlwolle abgeschliffen.  
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 Statische und dynamische Permeationsuntersuchungen  
Zur Untersuchung der Permeabilität des Blut-Hirn-Schranke-Modells nach einer 
Kultivierung im DynaMiTES wurden statische und dynamische Permeations-
untersuchungen mit Natriumfluoreszein durchgeführt. Hierfür wurde das Medium 
aus den DynaMiTES-Kompartimenten entfernt, durch 37 °C warmes KRB ersetzt und 
30 min im Tischinkubator äquilibriert. Anschließend wurde KRB wieder entfernt und 
1,0 ml frisches KRB in das Akzeptor-Kompartiment eingefüllt. Das Donor-
Kompartiment wurde mit einer 25 µg/ml Natriumfluoreszein-Lösung gefüllt. 
 
Abbildung 16: Versuchsaufbau der Permeation im DynaMiTES; statischer Permeationsversuch mit händischem 
Einspritzen der NaF-Lösung (A), dynamischer Permeationsversuch mit einer NaF-Lösung bei einem Fluss von 
0,03 ml/min (B) und Probenzug aus dem Akzeptor-Kompartiment (C) 
Bei der dynamischen Permeation wurde frische Donor-Lösung mit einer 
Flussgeschwindigkeit von 0,03 ml/min durch eine Spritzenpumpe an den Zellen 
entlang geströmt. Bei der statischen Variation wurde die Donor-Lösung in regel-
mäßigen Abständen händisch nachgespritzt. Die austretende Donor-Lösung wurde 
entweder in einem Abfallgefäß aufgefangen oder mit einer weiteren Spritze wieder 
aufgesaugt. Mit einer Mikroliter-Spritze wurden zu festgelegten Zeitabständen je 
100 µl Akzeptor-Lösung entnommen und durch 100 µl KRB ersetzt. An der Kanüle 
der Mikroliter-Spitze wurde eine Markierung angebracht, um beim Einstechen in das 
Akzeptor-Kompartiment ein zu tiefes Eindringen und damit einhergehend eine 
Schädigung der Membran zu verhindern. Die Untersuchungen wurden in einem 
Tischinkubator bei 37 °C mit einer Versuchsdauer von 120 bis 150 min durchgeführt 
(Abbildung 16). Die Permeation der Kontrollzellen in der 12-Well-Zellkulturplatte 
sowie die Auswertung der Probenentnahmen wurden, wie in Abschnitt 3.2.7.5 
beschrieben, umgesetzt.  
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 Untersuchung von pH und Temperatur 
Um den Einfluss einer Zellkultivierung im DynaMiTES auf die Zellumgebung zu 
untersuchen, wurden der pH-Wert und die Temperatur des Zellkulturmediums 
bestimmt. Die Temperatur des Mediums im Akzeptor-Kompartiment wurde direkt 
nach dem Herausnehmen aus dem Zellkulturinkubator und dem Öffnen des 
DynaMiTES mit einem Infrarot-Thermometer gemessen. Für die pH-Messungen 
wurde das Medium aus dem DynaMiTES in eine 24-Well-Zellkulturplatte pipettiert 
und der pH-Wert mit dem pH-Meter FiveEasy Plus® bei einer Raumtemperatur von 
23 ± 1 °C ermittelt.  
 Statistik 
Die Daten sind als Mittelwerte ± Standardabweichung dargestellt. Die Auswertung 
der Ergebnisse wurde unter Zuhilfenahme der Software IBM SPSS Statistics 24 (IBM, 
New York, US) und Microsoft Excel 2010 erstellt.  
Bei einem statistischen Vergleich von mehr als zwei unabhängigen Gruppen wurde 
nach Überprüfung der Normalverteilung die Ein-Weg-Varianzanalyse (one-way-
ANOVA) durchgeführt. Des Weiteren wurden für homogene Varianzen der Bonferroni 
Post-Hoc-Test und für inhomogene Varianzen der Games-Howell Post-Hoc-Test 
angewendet. Bei den Auswertungen wurde eine Irrtumswahrscheinlichkeit von 
höchstens 5 % (p ≤ 0,05) als signifikant bewertet.  
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4 Ergebnisse und Diskussion 
4.1 Charakterisierung der zerebralen humanen Endothelzelllinie 
unter Anwendung eines statischen Mono-Kulturmodells  
Für die Etablierung eines in vivo-ähnlichen Blut-Hirn-Schranke-Modells sind die 
Eigenschaften der verwendeten Endothelzelllinie entscheidend. Die humane 
Endothelzelllinie wurde daher zunächst hinsichtlich ihrer Zellmorphologie, ihrer 
Zellkonfluenz, ihrer Funktionalität und ihrer Proteinexpression relevanter Zell-Zell-
Kontakte charakterisiert.  
 Mikroskopische Untersuchung der Zellmorphologie und 
Zellkonfluenz 
Die Endothelzelllinie hCMEC/D3 wies eine spindelförmige Morphologie auf, die bei 
einer höheren Zelldichte zu einer polygonalen Form tendierte. Die Zellen bildeten auf 
den Wachstumsoberflächen der Zellkulturflaschen und der Zellkultureinsätze einen 
konfluenten Zellmonolayer aus (Abbildung 17, A). Eine vollständige Konfluenz wurde 
ebenso in histochemischen Untersuchungen (Abschnitt 3.2.7.3) durch die Färbung 
mit Hämatoxylin und Eosin (HE) beobachtet (Abbildung 17, B).  
  
Abbildung 17: Phasenkontrastmikroskopische Aufnahme von hCMEC/D3 Zellen an Tag 4 (A) und HE-Färbung im 
Querschnitt von eingebetteten hCMEC/D3 Zellen an Tag 7 
 




 Funktionalität der hCMEC/D3 Zelllinie 
Zur Ermittlung der Funktionalität der Endothelzelllinie wurden die angiogenetischen 
Eigenschaften mittels endothelial tube formation assay und die Barriereintegrität 
mittels TEER-Messungen und Permeationsstudien untersucht. Die mikroskopischen 
Aufnahmen in Abbildung 18 zeigen die Entwicklung der Endothelzellen auf Matrigel™ 
über einen Zeitraum von 18 h. Entsprechend den Erwartungen sind zunächst ver-
einzelte Zellen (A) zu sehen, die nach 3 h Zellagglomerate ausbilden (B). Nach 18 h 
sind aufgrund der angiogenetischen Eigenschaften von Endothelzellen charakteris-
tische, kapillarähnliche Strukturen (C) zu erkennen (Smith und Staton 2006). 
 
Abbildung 18: Phasenkontrastmikroskopische Aufnahmen von hCMEC/D3 Zellen nach: 1,5 h (A), 3 h (B) und 
18 h (C) Inkubation auf Matrigel™  
Der TEER-Wert der hCMEC/D3 Zellen in Greiner® Zellkultureinsätzen betrug am 
ersten Tag 4,4 ± 1,6 Ω · cm2 und stieg beim Erreichen der Konfluenz am dritten Tag 
auf 13,7 ± 1,6 Ω · cm2 an (Abbildung 19). Üblicherweise werden die TEER-Werte eines 
Endothelzell-Monolayers innerhalb eines Zeitraumes von sieben bis zehn Tagen 
ermittelt (Strazza et al. 2016; Griep et al. 2013; Poller et al. 2008). Dieser Zeitraum 
wurde für die vorliegende Arbeit aufgrund des niedrigen ermittelten TEER-Niveaus 
auf 27 Tage erweitert. Jedoch zeigte sich auch bei der Langzeitmessung keine 
wesentliche Veränderung, abgesehen von einem leichten Anstieg an Tag 15 auf 
17,1 ± 2,2 Ω · cm2 (Abbildung 19). Dieser geringe TEER-Anstieg könnte durch Mess-
schwankungen oder durch ein mögliches überlagertes Zellwachstum verursacht 
worden sein. Das Auftreten eines überlagerten Zellwachstums ist in der Literatur ab 
dem zehnten Versuchstag beschrieben (Urich et al. 2012), konnte jedoch in den 
vorliegenden Untersuchungen bis zum Tag 12 mikroskopisch ausgeschlossen 
werden. 
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Abbildung 19: TEER-Verlauf eines hCMEC/D3 Monolayers über einen Zeitraum von 27 Tagen (n = 6 – 12); M ± SD 
Da die verlängerte Kultivierungsdauer hinsichtlich des TEER-Wertes keinen Vorteil 
brachte und außerdem das Risiko eines überlagerten Zellwachstums bestand, wurden 
in den nachfolgenden Untersuchungen die Barriereeigenschaften innerhalb von zehn 
Tagen nach der Zellaussaat ermittelt. 
Zur Beurteilung der Permeationsbarriere wurden Permeationsuntersuchungen über 
einen Zeitraum von 120 min durchgeführt (Abschnitt 3.2.7.5). Der Permeations-
koeffizient durch den hCMEC/D3 Zellmonolayer unterschied sich mit einer Differenz 
von 2,03 · 10-6 cm/s nur geringfügig von dem durch die Zellkultureinsätze ohne 
Zellen (Tabelle 18). Einhergehend mit den TEER-Ergebnissen weisen die 
Permeationsuntersuchungen auf eine schwach ausgeprägte Barriereintegrität der 
hCMEC/D3 Zellen hin.  
Tabelle 18: Fluxdaten und Permeationskoeffizienten für die Permeation von Natriumfluoreszein durch einen 
hCMEC/D3 Monolayer an Tag 7 und durch einen Zellkultureinsatz ohne Zellen (n = 4 – 8); M ± SD 
Permeationsmodell 
mit 25 µg/ml NaF 
Flux  
J [· 10-4 µg/cm2 · s] 
Permeationskoeffizient 
Papp [· 10-6 cm/s] 
hCMEC/D3 1,02 ± 0,13 4,07 ± 0,51 




















 Lokalisationsanalyse der TJ-Proteine  
Zur Lokalisation des Endothelmarkers vWF sowie der Zell-Zell-Kontaktproteine VE-
Cadherin, Occludin, ZO-1 und Claudin-5 wurden Immunfluoreszenzfärbungen durch-
geführt (Abschnitt 3.2.5). Das Markerprotein vWF wurde intrazellular in den Weibel-
Palade-Körperchen exprimiert (Abbildung 20) und die endothelzellspezifische 
Adhärenzverbindung VE-Cadherin zeigte eine kontinuierliche Fluoreszenzfärbung an 
den Zell-Zell-Kontakten (Abbildung 21, A). Das TJ-assoziierte Protein ZO-1 hingegen 
wurde als eine schwache, diffuse Färbung im Zytoplasma nachgewiesen und befand 
sich nur in wenigen Bereichen an den Zellgrenzen (Abbildung 21, B). Weiterhin 
wurden die TJ-Proteine Occludin und Claudin-5 nicht wie erwartet intramembranös 
exprimiert. Occludin wies eine starke intrazelluläre Fluoreszenz auf (Abbildung 21, C) 
und Claudin-5 zeigte sich teilweise als eine vesikuläre Markierung um den Zellkern 
(Abbildung 21, D). Diese war eher schwach ausgeprägt und ging einher mit einer 
hohen Hintergrundfärbung. Bei den Proben ohne einen Sekundärantikörper (Negativ-
kontrollen) wurde keine unspezifische Färbung der Zellen beobachtet (nicht dar-
gestellt). Zur Überprüfung der verwendeten Antikörper wurden jeweils Positiv-
kontrollen durchgeführt (Anhang 9.1). 
 
Abbildung 20: Mikroskopische Aufnahmen von Immunfluoreszenzfärbungen der Zelllinie hCMEC/D3; die 








Abbildung 21: Mikroskopische Aufnahmen von Immunfluoreszenzfärbungen der Zelllinie hCMEC/D3; die 
Zellkerne wurden mit Hoechst 33342 gefärbt (blau) und die jeweiligen sekundären Antikörper waren mit FITC 
konjugiert (grün): VE-Cad (A), ZO-1 (B), Occludin (C), Claudin-5 (D). 
 Zusammenfassende Diskussion zur Charakterisierung der 
zerebralen Endothelzelllinie hCMEC/D3 
Die humane Endothelzelllinie hCMEC/D3 zeigte eine charakteristische spindel-
förmige Morphologie und bildete auf Matrigel™ kapillarartige Strukturen aus. Diese 
Beobachtungen sind mit denen von Primärkulturen humaner zerebraler Endothel-
zellen und mit vorangegangenen Studien mit der hCMEC/D3 Zelllinie vergleichbar 
(Weksler et al. 2005; Dorovini-Zis et al. 1991). Darüber hinaus wuchsen die Endothel-
zellen in einem konfluenten Monolayer, der für die Bildung einer restriktiven 
Barriere entscheidend ist. Dennoch befand sich der gemessene TEER-Wert in der 
Langzeitstudie in einem Bereich unter 20 Ω · cm2 und ist damit als niedrig einzustufen 
(Deli et al. 2005; Gaillard und de Boer 2000). Die Werte korrelieren mit den 
Ergebnissen früherer Studien, bei denen ein TEER von 2 bis 15 Ω · cm2 beschrieben 
ist (Biemans et al. 2017; Al-Shehri et al. 2015; Eigenmann et al. 2013). Andere Studien 
erreichten unter den herkömmlichen Bedingungen als Mono-Kulturmodell höhere 
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TEER-Werte zwischen 30 und 100 Ω · cm2 (Chen et al. 2015; Liu et al. 2014; Daniels et 
al. 2013; Schrade et al. 2012; Hatherell et al. 2011; Förster et al. 2008; Weksler et 
al. 2005). In dieser Arbeit weist neben den niedrigen TEER-Werten auch der 
Permeationskoeffizient von Natriumfluoreszein mit ungefähr 4 · 10-6 cm/s auf eine 
geringe Barriereintegrität der hCMEC/D3 Zellen hin. Helms et al. stellten dar, dass 
Endothelzellen mit niedrigen TEER-Werten bei einer Permeation von Luzifer Yellow, 
Natriumfluoreszein oder Saccharose Permeationskoeffizienten von 2 – 19 · 10-6 cm/s 
aufwiesen, wohingegen Endothelzellen mit hohen TEER-Werten Permeations-
koeffizienten von 0,8 – 3 · 10-6 cm/s erreichten (Helms et al. 2016). 
Eine Ursache für die in den Versuchen festgestellte geringe Barrierefunktionalität ist 
die unvollständige Ausbildung der Zell-Zell-Kontakte. So liegen die TJ-Proteine ZO-1, 
Occludin und Claudin-5 überwiegend zytosolisch verteilt vor. Vorherige Studien 
stellten die Relevanz von ZO-1 und Claudin-5 für die Barriereeigenschaften 
ausführlich dar (Haseloff et al. 2015; Luissint et al. 2012; Nitta et al. 2003). Auch die 
Expression von Occludin korreliert mit dem Grad der Barriereintegrität (Hirase et 
al. 1997), obwohl Occludin an der Bildung der funktionellen TJs nicht direkt beteiligt 
ist (Saitou et al. 1998).  
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4.2 Untersuchung diverser statischer Kultivierungsvariationen der 
humanen Endothelzelllinie hCMEC/D3  
Die Untersuchungen in Abschnitt 4.1 zeigten, dass die Endothelzelllinie nur eine 
geringe Barriereintegrität aufwies und wichtige Zell-Zell-Kontaktproteine kaum bzw. 
unvollständig exprimiert wurden. Mit dem Ziel die Barriereeigenschaften zu ver-
bessern, wurde im Folgenden der Einfluss verschiedener Kultivierungsvariationen 
untersucht. Hierbei wurden verschiedene Zellkulturmedien (Abschnitt 4.2.1), 
Medienzusätze, Beschichtungsmaterialien, Zellkultureinsätze und Zellarrangements 
(Abschnitt 4.2.2) sowie dynamische Kultivierungsbedingungen (Abschnitt 4.4) 
betrachtet. 
 Einfluss von Zellkulturmedien auf die Wachstums- und 
Barriereeigenschaften 
Das Zellkulturmedium stellt eine wichtige Basis für eine adäquate Zellproliferation 
und -differenzierung dar. Aus diesem Grund wurden in der vorliegenden Arbeit die 
Endothelzellen in zehn verschiedenen Basalmedien kultiviert und ihr Anheftungs-
vermögen, ihr Wachstumsverhalten und ihre Barriereintegrität gegenüber den Zellen 
im Standardmedium EGM-2 verglichen. Hierbei wurden die gängigen Zellkultur-
medien DMEM, Ham's F-12, DMEM/Ham's F-12, M199 und RPMI 1640 sowie die auf 
Endothelzellen spezialisierten Medien MCDB 131 und ECGM MV 2 jeweils mit einem 
Serumanteil von 2,4 % untersucht. Fetales Kälberserum besteht aus diversen Be-
standteilen, wie z. B. Wachstumsfaktoren, Hormonen, Vitaminen sowie Bindungs- und 
Transportproteinen. Es ist ein häufiger Bestandteil von Zellkulturmedien und nimmt 
u. a. Einfluss auf die Zelladhäsion, Zellproliferation, die Pufferkapazität und die 
Medienviskosität. Außerdem hat es osmotische Effekte und es stoppt die Reaktion mit 
Trypsin beim Subkultivieren der Zellen. Neben den ethischen Aspekten ist die 
komplexe und undefinierte Zusammensetzung, die von Charge zu Charge variieren 
kann, ein Nachteil (Hoshiba et al. 2018; van der Valk et al. 2010; Freshney 2010). Im 
Hinblick auf ein reproduzierbares und standardisiertes Zellkulturmodell wird daher 
eine serumfreie Kultivierung als sinnvoll erachtet.  




Weitere Studien haben zudem festgestellt, dass Serum und einige Wachstums-
faktoren die TJ-Bildung zwischen den Endothelzellen verhindern und somit die 
Barriereintegrität schwächen (Nitz et al. 2003). In der Literatur werden bereits 
diverse Blut-Hirn-Schranke-Modelle beschrieben, die ab der Konfluenz nach einer 
anfänglichen Serumsupplementation unter serumfreien Bedingungen fortgeführt 
werden (Patabendige et al. 2013b; Brown et al. 2007; Franke et al. 1999; Hoheisel et 
al. 1998). Relativ wenige Studien beschäftigen sich hingegen mit der serumfreien 
Kultivierung von zerebralen Endothelzellen über einen längeren Kultivierungs-
zeitraum. Aus diesen Gründen wurden bei den vorliegenden Kultivierungs-
untersuchungen auch die serumfreien Medien hESFM und SF ECM berücksichtigt. 
Eine Übersicht aller Medienvariationen ist in Abschnitt 3.2.1.3.1 dargestellt.  
Endothelzellen proliferieren nur, wenn sie sich zuvor an der Wachstumsoberfläche 
angeheftet und ausgebreitet haben. Dieser Prozess ist abhängig von zweiwertigen 
Kationen und Adhäsionsfaktoren, die z. B. im Serum vorhanden sind (Freshney 2010). 
Nach 2,5 h zeigte die hCMEC/D3 Zelllinie in ihrem Anheftungsverhalten keine 
signifikanten Unterschiede zwischen den Kultivierungsvariationen. Zudem wurden 
zur Beurteilung der Proliferation Wachstumskurven aufgenommen. Aus diesen lassen 
sich die Latenzphase (lag-Phase), die PDT und die Sättigungsdichte ermitteln 
(Abschnitt 3.2.2). Die Latenzphase der hCMEC/D3 Zellen betrug in EGM-2 1,1 Tage 
und ist vergleichbar mit den Latenzphasen in Ham's F-12, DMEM/Ham's F-12, 
MCDB 131 und ECGM MV 2. Die Zellen benötigen diese Zeit, um sich an die 
Zellkulturoberfläche anzuheften und Enzyme sowie DNA zu synthetisieren. Im 
Gegensatz dazu wiesen die Zellen in DMEM, M199, RPMI 1640, in hESFM und SF ECM 
ein verlängertes Anpassungsverhalten auf. Weitere Unterschiede zwischen den 
verschiedenen Zellkulturmedien zeigten sich in der Sättigungsdichte der Zellen. 
Zellen in EGM-2 erreichten eine Sättigungsdichte von 9,3 · 105 Zellen/cm2, die 
vergleichbar mit MCDB 131, ECGM MV-2 und hESFM ist. Eine leicht geringere 
Sättigungsdichte wurde für die Zellen in Hams F-12, DMEM/Hams F-12, SF ECM 
beobachtet und eine stark reduzierte in DMEM, M199 und RPMI 1640. Eine 
Auflistung der ermittelten Wachstumsparameter ist in Tabelle 19 dargestellt. Die 
mikroskopische Untersuchung der Zellmorphologie ließ keine Unterschiede 
innerhalb der verschiedenen Medien erkennen (Daten nicht dargestellt). 
4 Ergebnisse und Diskussion    
 
74 
Tabelle 19: Die Anheftungseffizienz AE (n = 4 – 17; M ± SD), die lag-Phase, die Populationsverdopplungszeit 
PDT, die Sättigungsdichte (n = 3 – 13) und der TEER-Wert (n = 3 – 8; M ± SD) der hCMEC/D3 Zellen nach einer 
Kultivierung in zehn unterschiedlichen Zellkulturmedien; der Mittelwert (M) der TEER-Ergebnisse wurde 












[Ω · cm2] 
Mit 2,4 % Serum   
   
EGM-2  84,4 ± 6,2 1,1 1,4 9,3 · 105 12,4 ± 0,8 
DMEM 83,8 ± 4,9 3,7 1,2 2,0 · 105 6,2 ± 1,7# 
Ham’s F-12 89,2 ± 3,7 0,7 1,2 5,8 · 105 12,9 ± 1,1 
DMEM/F-12 84,8 ± 13,2 1,1 1,1 6,8 · 105 12,7 ± 1,0 
M199 81,1 ± 7,5 1,5 - 1,3 · 105 13,4 ± 1,0 
RPMI 1640 79,0 ± 7,2 1,9 1,2 4,8 · 105 11,9 ± 2,4 
MCDB 131 82,5 ± 3,5 0,8 1,2 9,2 · 105 12,6 ± 3,4 
ECGM MV-2 83,8 ± 3,3 0,9 1,1 1,1 · 106 13,8 ± 0,3 
Serumfrei   
   
hESFM 87,6 ± 3,5 1,5 1,0 7,9 · 105 13,2 ± 3,4 
SF ECM 78,4 ± 3,0 1,9 1,6 5,4 · 105 12,2 ± 1,3 
      
Die Versuchsauswertung verdeutlicht, dass die Endothelzellen in DMEM, M199 und 
RPMI 1640 ein reduziertes Wachstum aufwiesen. Darüber hinaus ergab die 
Untersuchung, dass eine serumfreie Kultivierung möglich ist. Die unterschiedlichen 
Medienzusammensetzungen hatten jedoch keinen Einfluss auf die Barriere-
eigenschaften. Die TEER-Werte befanden sich weiterhin in einem Bereich von 
11,9 ± 2,4 bis 13,8 ± 0,3 Ω · cm2. Eine Ausnahme stellten die Zellen in DMEM dar, da 
sie innerhalb des untersuchten Zeitraumes keinen konfluenten Zellmonolayer aus-
bildeten (Tabelle 19). 
Für die Wachstumsversuche wurden die Zellen in den Passagen 28 bis 35 verwendet. 
Bei einer Wachstumsanalyse in höheren Passagenzahlen (≥ 40) wurde ein ver-
änderter Wachstumskurvenverlauf mit einer deutlich höheren Sättigungsdichte 
festgestellt. Ähnliche passagenabhängige Effekte auf das Wachstumsverhalten sind 
auch bei anderen Zelllinien, wie z. B. der Caco-2 Zelllinie, bekannt (Hughes et al. 2007; 
Briske-Anderson et al. 1997). Aufgrund von Literaturempfehlungen und einer 
besseren Vergleichbarkeit wurden diese Ergebnisse nicht mit einbezogen (Weksler et 
al. 2005).  




 Quantitative Untersuchung der Genexpression von TJ-Proteinen in 
Abhängigkeit von den Kultivierungsmedien 
Der Einfluss der Zellkulturmedien auf die mRNA-Expression der Zellen wurde mittels 
qRT-PCR untersucht (Abschnitt 3.2.6). Hierbei wurde die Genexpression der Zell-Zell-
Kontaktproteine Claudin-5 (CLDN5), ZO-1 (TJP1), VE-Cadherin (CDH5) und Occludin 
(OCLN) betrachtet. Die qRT-PCR-Produkte der im Standardmedium EGM-2 
kultivierten Endothelzellen wurden mittels einer Gelelektrophorese nach ihrer Größe 
aufgetrennt. Das dazugehörige Fragmentmuster ist in Abbildung 22 dargestellt.  
 
Abbildung 22: Gelelektrophoreseaufnahme der PCR-Produkte aus der qRT-PCR der hCMEC/D3 Zellen in einem 
4%igen Agarosegel; von links nach rechts: O’RangeRuler™ 20 bp (Herstellerabbildung und eigene Auftrennung im 
Vergleich), CLDN5 (186 bp), TJP1 (142 bp), CDH5 (112 bp), OCLN (101 bp), GAPDH (117 bp), ACTB (62 bp) und 
FastRuler™ low range; die jeweiligen Negativkontrollen (NTC = no template control) waren alle negativ. bp = base 
pair (Basenpaare) 
Da die Zellkulturmedien DMEM, M199 und RPMI 1640 ein unzureichendes Zell-
wachstum verursachten (Abschnitt 4.2.1), wurden diese bei der Expressionsanalyse 
nicht berücksichtigt. Die Auswertung erfolgte anhand der normalisierten relativen 
Genexpression (normalized relative quantity, NRQ), bezogen auf das Standardmedium 
EGM-2 (Abschnitt 3.2.6.3). Unterschiede in der Genexpression wurden ab einer zwei-
fachen Veränderung als biologisch relevant gewertet, was einer NRQ unter 0,5 und 
über 2,0 entsprach. Mehrheitlich befand sich die Genexpression der untersuchten 
Kontaktproteine in einem NRQ-Bereich von 0,5 bis 1,2 und nur marginale Unter-
schiede waren hinsichtlich der Genexpression erkennbar (Abbildung 23). Ausnahmen 
bildeten die Markergene CDH5 (NRQ = 0,4) und OCLN (NRQ = 2,1) im Medium hESFM 











CLDN5 TJP1 CDH5 OCLN GAPDH ACTB
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Darüber hinaus schien in einigen Zellkulturmedien die Genexpression von Claudin-5 
im Vergleich zu dem Standardmedium geringer auszufallen. Diese Ergebnisse sind 
jedoch mit Vorsicht zu interpretieren. Die Schwellenwert-Zyklen von Claudin-5 
befanden sich in einem hohen Bereich (Ct ~ 30) und innerhalb der Schmelzkurven-
analysen zeigten sich Primer-Dimere. Beides spricht für eine sehr geringe Gen-
expression und erschwert die Interpretation der Ergebnisse. 
 
Abbildung 23: Darstellung der normalisierten relativen Menge (NRQ) der Markergene CDH5, ZO-1, OCLN und 
CLN5 der hCMEC/D3 Zelllinie nach der Kultivierung in verschiedenen Basalmedien; eine NRQ niedriger 0,5 oder 
höher 2,0 wurde als biologisch relevanter Schwellenwert deklariert (dargestellt als gestrichelte Linie). Die 
Referenzgene waren humanes ACTB und GAPDH und die Experimente wurden in Triplikaten durchgeführt. 
(n = 3 – 6); M ± SD; * p < 0,05 im Vergleich zum Standardmedium EGM-2 
 Einfluss weiterer Kultivierungsbedingungen auf die Barriere-
eigenschaften  
Neben den Zellkulturmedien wurde der Einfluss von Zellkultureinsätzen, Medien-
supplementen, Beschichtungsmaterialien und Ko-Kultivierungsvarianten auf die 
TEER-Werte der Endothelzelllinie untersucht. Die Medienzusätze Hydrocortison, 
Serum, Calcium und pCPT-cAMP mit Ro-20-1724 haben alle bekanntermaßen einen 
Einfluss auf die Barriere (Furihata et al. 2015; Wong et al. 2010; Förster et al. 2008; 
Wilhelm et al. 2007; Hoheisel et al. 1998). Die aus diesen Untersuchungen 
resultierenden mittleren TEER- und mittleren maximalen TEER-Werte sind in 
Tabelle 20 aufgeführt.  
*
* * *









Tabelle 20: TEER-Werte von hCMEC/D3 unter variierenden Kultivierungsbedingungen: Porengröße (0,4, 0,1, 
3,0 µm; n = 5 – 6), Medienzusätze (Serum, Hydrocortison, cAMP + Ro und Calcium; n = 4 – 8), Beschichtungs-
material (ohne Beschichtung, Kollagen I, Kollagen G, Kollagen IV, Fibronektin, Laminin und Kombinationen; 
n = 3) sowie Zellarrangement (hCMEC/D3 und SVGmm als Mono-Kultur sowie direkte und indirekte Ko-Kultur; 
n = 4 – 8 ); (M) TEER-Mittelwert nach dem Erreichen eines konfluenten Monolayers, (M TEERmax) Mittelwert der 
höchsten TEER-Werte und der dazugehörige Zeitpunkt; M ± SD; *p < 0,05 im Vergleich zur ersten Zeile des 
jeweiligen Abschnitts bzw. bei den Zellarrangements zu den jeweiligen hCMEC/D3-Mono-Kulturen 
 
Kultivierungsbedingungen  TEER M [Ω · cm2] 
TEERmax 
M [Ω · cm2] 
Zeit  
[d] 
Porengröße (EGM-2/AM ab Tag 3; Kollagen I)    
hCMEC/D3 auf 0,4 µm PET, ThinCert™ 15,1 ± 1,9 17,2 ± 2,2 6 
hCMEC/D3 auf 1,0 µm PET, ThinCert™   8,6 ± 0,3*    9,0 ± 0,6* 7 
hCMEC/D3 auf 3,0 µm PET, ThinCert™ 13,4 ± 1,9 16,0 ± 2,0 7 
Medium und Zusätze (Kollagen I, 0,4 µm ThinCert™)    
EGM-2 ab der Einsaat 14,4 ± 2,0 16,6 ± 0,7 7 
AM ab der Einsaat 15,2 ± 1,8 17,2 ± 2,1 7 
AM ohne Serum ab Tag 1 11,7 ± 1,7 13,0 ± 1,5 3 
AM ohne Serum ab Tag 3 12,4 ± 0,5 12,8 ± 1,3 2 
AM mit 0,25 % Serum ab der Einsaat 12,2 ± 1,8 13,6 ± 1,9 2 
AM mit 5 % Serum ab der Einsaat 13,7 ± 0,4 14,1 ± 0,9 2 
AM mit 10 % Serum ab der Einsaat 14,4 ± 1,3 16,4 ± 0,9 2 
AM ohne Hydrocortison ab der Einsaat  13,0 ± 1,1 14,4 ± 0,5 3 
AM mit 550 nM Hydrocortison ab Tag 1 15,5 ± 1,3 17,2 ± 2,8 2 
AM mit 550 nM Hydrocortison ab Tag 3 15,4 ± 1,5 17,2 ± 1,1 3 
AM mit 1000 nM Hydrocortison ab Tag 1 15,0 ± 0,8 16,4 ± 1,4 3 
AM mit 1000 nM Hydrocortison ab Tag 3 15,7 ± 1,2 17,0 ± 1,6 3 
AM mit 250 µM pCPT-cAMP und 17.5 µM Ro-20-1724  
ab der Einsaat 
14,9 ± 1,3 
 




AM mit zusätzlichem 2 mM Calcium ab der Einsaat 12,4 ± 0,9 13,6 ± 0,8 5 
Beschichtungsmaterial (EGM-2/AM ab Tag 3; 0,4 µm ThinCert™) 
Kollagen I 11,2 ± 0,2 13,6 ± 1,1 7 
Ohne Beschichtung 11,2 ± 0,2 20,3 ± 3,0 7 
Kollagen G 13,0 ± 1,3 14,3 ± 2,4 7 
Kollagen IV   7,2 ± 0,1    9,0 ± 2,0 7 
Fibronektin 14,3 ± 0,4 15,4 ± 2,9 4 
Kollagen IV + Fibronektin   7,9 ± 0,3    9,8 ± 0,7 7 
Kollagen IV + Fibronektin + Laminin (5:2:3) 10,4 ± 0,3 10,9 ± 0,7 7 
Kollagen IV + Fibronektin + Laminin (1:1:1) 11,3 ± 2,0 16,6 ± 5,8 7 
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Tabelle 20: TEER-Werte von hCMEC/D3 unter variierenden Kultivierungsbedingungen: Porengröße (0,4, 0,1, 
3,0 µm; n = 5 – 6), Medienzusätze (Serum, Hydrocortison, cAMP + Ro und Calcium; n = 4 – 8), Beschichtungs-
material (ohne Beschichtung, Kollagen I, Kollagen G, Kollagen IV, Fibronektin, Laminin und Kombinationen; 
n = 3) sowie Zellarrangement (hCMEC/D3 und SVGmm als Mono-Kultur sowie direkte und indirekte Ko-Kultur; 
n = 4 – 8 ); (M) TEER-Mittelwert nach dem Erreichen eines konfluenten Monolayers, (M TEERmax) Mittelwert der 
höchsten TEER-Werte und der dazugehörige Zeitpunkt; M ± SD; *p < 0,05 im Vergleich zur ersten Zeile des 
jeweiligen Abschnitts bzw. bei den Zellarrangements zu den jeweiligen hCMEC/D3-Mono-Kulturen 
 
Kultivierungsbedingungen  TEER M [Ω · cm2] 
TEERmax 
M [Ω · cm2] 
Zeit  
[d] 
Zellarrangement (EGM-2/AM ab Tag 3; Kollagen I)    
hCMEC/D3 auf 0,4 µm ThinCert™ 17,2 ± 2,4 18,9 ± 2,4 7 
SVGmm auf 0,4 µm ThinCert™ 32,2 ± 9,0* 40,5 ± 5,5* 7 
hCMEC/D3 + SVGmm auf 0,4 µm ThinCert™ (direkt) 38,8 ± 6,5* 44,9 ± 4,6* 7 
hCMEC/D3 + SVGmm auf 0,4 µm ThinCert™ (indirekt) 17,8 ± 0,7 18,4 ± 1,6 7 
hCMEC/D3 auf 0,4 µm Transwell™    9,8 ± 0,8 10,6 ± 1,2 7 
SVGmm auf 0,4 µm Transwell™ 19,8 ± 5,1* 24,0 ± 3,3* 7 
hCMEC/D3 + SVGmm auf 0,4 µm Transwell™ (direkt) 22,9 ± 3,7* 25,8 ± 4,9* 7 
hCMEC/D3 + SVGmm auf 0,4 µm Transwell™ (indirekt)    7,0 ± 1,0    8,4 ± 1,1 7 
Für die Versuche wurden transparente PET-Membranen verwendet, die eine 
Kontrolle der Zellkonfluenz unter dem Mikroskop ermöglichten. Bei der 
Untersuchung der optimalen Porengröße erreichten die Endothelzellen auf 
Membranen mit 0,4 µm Poren einen TEER-Wert von 15,1 ± 1,9 Ω · cm2, der höher 
liegt als bei Membranen mit 1,0 (8,6 ± 0,3 Ω · cm2) bzw. 3,0 µm (13,4 ± 1,9 Ω · cm2) 
Porengröße. Auf dieser Grundlage wurden für die nachfolgenden Untersuchungen 
Membranen mit einer Porengröße von 0,4 µm ausgewählt. Der gemittelte TEER-Wert 
des statischen Mono-Kulturmodells variierte unter allen getesteten Kultivierungs-
bedingungen von 7,2 Ω · cm2 bis 17,2 Ω · cm2. Die höchsten maximalen TEER-Werte 
wurden mit unbeschichteten ThinCerts™ in EGM-2 (20,3 ± 3,0 Ω · cm2) erreicht. Die 
Zelladhäsion blieb im Vergleich zur Standardkultivierung mit Kollagenbeschichtung 
unverändert (Daten nicht dargestellt). Das deutet darauf hin, dass keiner der 
getesteten Parameter die Barriereintegrität des Mono-Kulturmodells mit hCMEC/D3 
Zellen signifikant beeinflusste.  
Bei einer direkten Ko-Kultur mit der humanen Astrozytenzelllinie SVGmm stiegen die 
mittleren TEER-Werte signifikant an. Je nach verwendetem Zellkultureinsatz wurden 
TEER-Werte von 38,8 ± 6,5 Ω · cm2 (ThinCert™) und 22,9 ± 3,7 Ω · cm2 (Transwell™) 




erreicht. Bei der indirekten Ko-Kultur hingegen blieb der TEER unverändert. 
Interessanterweise erzielten die Astrozyten als Mono-Kultur bereits einen ähnlichen 
TEER-Wert ohne einen signifikanten Unterschied zur Ko-Kultur (Tabelle 20). Das 
bedeutet, dass die Ko-Kultivierung zwar zu einer TEER-Erhöhung führte, diese 
allerdings ausschließlich durch die Anwesenheit der Astrozyten und nicht durch eine 
Verbesserung der endothelialen Barriereintegrität zu erklären ist. Um eine Variation 
der interzellularen Kommunikation zwischen dem luminalen und basolateralen 
Kompartiment zu erreichen, wurden Zellkultureinsätze der Firmen Greiner® Bio-One 
(ThinCert™ mit 2 · 106 Poren/cm2) und Corning® (Transwell™ mit 4 · 106 Poren/cm2) 
miteinander verglichen. Hierbei zeigten die Zellen auf Membranen mit geringeren 
Porendichten höhere TEER-Werte. Die Wahl des Zellkultureinsatzes ist also 
entscheidend für die Höhe des TEER-Wertes, obgleich der Leerwert des un-
besiedelten Zellkultureinsatzes jeweils herausgerechnet wurde. 
 Permeationsuntersuchungen in einem Mono- und Ko-Kultur-
modell der Blut-Hirn-Schranke 
Das Ko-Kulturmodell mit der Astrozytenzelllinie SVGmm entwickelte die höchsten 
TEER-Werte und wurde deshalb für Permeationsstudien mit den Markermolekülen 
Natriumfluoreszein und FITC-Dextran 4 kDa verwendet. Bei der Permeation mit 
Natriumfluoreszein wurden zusätzlich die Zellkultureinsätze ThinCert™ und 
Transwell™ miteinander verglichen.  
Der Permeationskoeffizient (Papp) von Natriumfluoreszein verringerte sich bei einer 
Ko-Kultivierung mit Astrozyten gegenüber der Mono-Kultur der hCMEC/D3 Zelllinie 
signifikant, dargestellt in Abbildung 24. Wie bei den TEER-Untersuchungen konnten 
keine signifikanten Unterschiede zwischen der direkten Ko-Kultur und der 
Astrozyten-Mono-Kultur festgestellt werden. Dies deutet erneut darauf hin, dass die 
Astrozyten-Zelllinie keinen Einfluss auf die Barriereintegrität der hCMEC/D3-Zelllinie 
hat. Bei der indirekten Ko-Kultivierung zeigten sich eine leichte Steigerung des 
Permeationskoeffizienten sowie ein Farbumschlag des Mediums von Rot zu Orange, 
verursacht durch eine pH-Verschiebung in den sauren Bereich. Bezogen auf das 
gesamte Well kam bei der indirekten Ko-Kultivierung eine höhere Astrozyten-Zellzahl 
als bei der direkten Ko-Kultivierung zum Einsatz. Aus diesem Grund wurden 
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wahrscheinlich die Nährstoffe im Medium schneller verbraucht und vermehrt 
Glukose zu Laktat abgebaut. Zougbédé et al. untersuchten den Einfluss des pH-Wertes 
auf die Barriereintegrität von hCMEC/D3 Zellen und ermittelten bei einem pH ≤ 6 
deutlich erhöhte Permeationskoeffizienten (Zougbédé et al. 2011). Möglicherweise 
steht auch der erhöhte Nährstoffverbrauch in einem Zusammenhang mit den höheren 
Permeationskoeffizienten, da Nährstoffe wie z. B. L-Glutamin wichtig sind für die 
Ausbildung der Barriereintegrität (DeMarco et al. 2003).  
 
Abbildung 24: Permeationskoeffizienten berechnet als Papp für die Permeation von Natriumfluoreszein durch ein 
Mono-Kulturmodell (hCMEC/D3) und durch ein direktes bzw. indirektes Ko-Kulturmodell (hCMEC/D3 + SVGmm); 
Vergleich zwischen 12-Well-Zellkultureinsätzen von Corning® (Transwells™; transparente PET-Membran, 0,4 µm 
Porengröße, 4 · 106 Poren/cm2) und von Greiner® (ThinCerts™; transparente PET-Membran, 0,4 µm Porengröße, 
2 · 106 Poren/cm2) (n = 4 – 8); M ± SD; * p < 0,05 im Vergleich zur jeweiligen hCMEC/D3 Mono-Kultur 
Zusätzlich zum scheinbaren Permeationskoeffizienten wurde der endotheliale 
Permeationskoeffizient (Pe) ermittelt, bei dem ein Einfluss der Membran heraus-
gerechnet wird (Abschnitt 3.2.8.7). Hierbei zeigten sich die endothelialen 
Permeationskoeffizienten von Natriumfluoreszein durch die jeweiligen Zell-
arrangements vergleichbar auf den Transwell™- und ThinCert™-Membranen. 
Unabhängig von der Wahl des Zellkultureinsatzes wurde der geringste Permeations-
koeffizient bei einer Permeation durch das direkte Ko-Kulturmodell und der höchste 
Permeationskoeffizient bei einer Permeation durch das indirekte Ko-Kulturmodell 































Tabelle 21: Permeationskoeffizienten berechnet als Pe für die Permeation von Natriumfluoreszein durch ein 
Mono-Kulturmodell (hCMEC/D3) und ein direktes bzw. indirektes Ko-Kulturmodell (hCMEC/D3 + SVGmm);  
es wurden 12-Well-Zellkultureinsätze von Corning® (Transwells™; transparente PET-Membran, 0,4 µm Poren-
größe, 4 · 106 Poren/cm2) und von Greiner® (ThinCerts™; transparente PET-Membran, 0,4 µm Porengröße, 
2 · 106 Poren/cm2) verwendet. (n = 4 – 8); M ± SD 
Weitere Permeationsuntersuchungen wurden bei der direkten Ko-Kultivierungs-
variante auf Transwell™-Membranen mit dem Markermolekül FITC-Dextran 4 kDa 
durchgeführt und mit den Mono-Kultivierungsvarianten sowie den Zellkultur-
einsätzen ohne Zellen verglichen. Ähnlich wie bei den Permeationsuntersuchungen 
mit Natriumfluoreszein erreichten die Endothelzellen als Mono-Kultur einen deutlich 
größeren Permeationskoeffizienten im Vergleich zur Ko-Kultur. Allerdings zeigte sich 
auch hierbei kein Unterschied hinsichtlich des Permeationskoeffizienten zwischen 
dem Astrozyten-Monolayer und dem Ko-Kulturmodell (Tabelle 22). Der Permeations-
koeffizient von FITC-Dextran 4 kDa ist vergleichbar mit den Literaturangaben (Helms 
et al. 2016; Ragnaill et al. 2011).  
Tabelle 22: Fluxdaten und Permeationskoeffizienten für die Permeation von FITC-Dextran 4 kDa durch ein 
Mono-Kulturmodell (hCMEC/D3) und ein direktes Ko-Kulturmodell (hCMEC/D3 + SVGmm); es wurden  
12-Well-Zellkultureinsätze von Corning® verwendet. (n = 2 – 6); M ± SD 
BHS-Modell Permeationskoeffizient Pe [· 10-3 cm/min] 
Transwell™                       ThinCert™ 
hCMEC/D3 1,01 ± 0,10 0,96 ± 0,60 
SVGmm 0,87 ± 0,33 0,49 ± 0,30 
hCMEC/D3 + SVGmm (direkt) 0,55 ± 0,07 0,40 ± 0,27 
hCMEC/D3 + SVGmm (indirekt) 1,87 ± 0,19 2,24 ± 0,61 
Permeationsmodell 
mit 250 µg/ml FD4 
Flux  
J [· 10-4 µg/cm2 · s] 
Permeationskoeffizient 
Papp [· 10-6 cm/s] 
hCMEC/D3 13,50 ± 0,88    5,40 ± 0,35 
SVGmm    8,03 ± 0,54    3,21 ± 0,22 
hCMEC/D3 + SVGmm (direkt)    8,23 ± 0,72    3,29 ± 0,29 
Zellkultureinsatz ohne Zellen 35,93 ± 0,19 14,40 ± 0,75 
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 Zusammenfassende Diskussion zur Untersuchung diverser 
Kultivierungsvariationen der humanen Endothelzelllinie  
In allen untersuchten Zellkulturmedien wiesen die Endothelzellen eine vergleichbare 
Zellmorphologie wie in ihrem Standardmedium EGM-2 auf. Die Untersuchungen hin-
sichtlich der Anheftungseffizienz deuten darauf hin, dass die Zelladhäsion an das 
Substrat von allen Zellkulturmedien unterstützt wird. Unterschiede zwischen den 
serumhaltigen und serumfreien Zellkulturmedien, wie sie z. B. bei den Hamster-
Lungenzellen beobachtet wurden (Ali Yildirim 1996), konnten beim Anheftungs-
verhalten nicht festgestellt werden. Analog zu den hCMEC/D3 Zellen adhärieren 
HUVEC Zellen ebenfalls in Abwesenheit von Serum an die Wachstumsoberfläche, 
sofern diese mit Fibronektin, Kollagen oder Ähnlichem beschichtet waren (Macarak 
und Howard 1983). Zur Ermittlung der Langzeitadhäsion könnte man die 
Anheftungseffizienz nach weiteren verlängerten Zeitspannen bestimmen.  
Die PDT der Endothelzellen betrug innerhalb der unterschiedlichen Zellkulturmedien 
1,0 bis 1,6 Tage, was vergleichbar mit der Literaturangabe von ungefähr 1,0 Tagen ist 
(dos Santos et al. 2011). Neben der PDT sind die lag-Phase und die Sättigungsdichte 
wichtige Parameter für das Wachstumsverhalten. In den Medien DMEM, RPMI 1640, 
und M199 zeigte sich eine stark reduzierte und in Ham's F-12 und DMEM/Ham's F-12 
eine leicht reduzierte Sättigungsdichte. Diese Zellkulturmedien bieten daher keine 
adäquate Versorgung und sind für die Kultivierung der Endothelzelllinie eher 
ungeeignet. Bei einer Kultivierung in den Medien ECGM MV-2 und MDCB 131, dem 
Vorläufer von EGM-2, ist das Wachstumsverhalten vergleichbar zu dem im Standard-
medium. Beide Medien werden für die Kultivierung von mikrovaskulären Endothel-
zellen empfohlen und die Ergebnisse entsprechen somit den Erwartungen. Die 
geringere lag-Phase und höhere Sättigungsdichte der Endothelzellen in MCDB 131 im 
Vergleich zu denen in DMEM, Ham‘s F-12, DMEM/Hams F12, M199 und RPMI 1640 
könnten auf eine 10-fach höhere Magnesiumkonzentration in MCDB 131 zurück-
führbar sein. Frühere Studien zeigten, dass hohe Magnesiumkonzentrationen ein 
Stimulus für die Proliferation von HMVEC bzw. HUVEC sind (Maier 2004; Knedler und 
Ham 1987). Ein direkter Vergleich aller Basalmedien ist schwerlich möglich, da diese 
aus zahlreichen Bestandteilen bestehen und die jeweiligen Zusammensetzungen 
teilweise den Herstellern vorbehalten sind.  




Des Weiteren ließ sich die hCMEC/D3 Zelllinie unter serumfreien Bedingungen 
kultivieren. Nach einer längeren Latenzphase zeigten die Zellen ein ähnliches 
Wachstumsverhalten in hESFM wie im Standardmedium. Das Medium stellt somit 
eine gute serumfreie Alternative dar. Es wurde allerdings weder bei der serum-
haltigen noch bei der serumfreien Kultivierung ein positiver Einfluss auf die Barriere-
integrität festgestellt. Darüber hinaus war der Einfluss der untersuchten Zellkultur-
medien auf die Genexpression der Zell-Zell-Kontaktproteine gering und nur in hESFM 
wurde ein leichter Anstieg des Proteins Occludin beobachtet.  
Die Endothelzellen entwickelten auf Membranen sowohl mit 0,4 µm als auch mit 
3,0 µm Poren signifikant höhere TEER-Werte als auf Membranen mit 1,0 µm Poren. 
Der gesteigerte TEER-Wert bei 3,0 µm großen Poren erscheint zunächst wider-
sprüchlich, korreliert jedoch mit den Beobachtungen von Wuest et al. Als Grund für 
die unerwartet hohen TEER-Werte der größten Porengröße wird eine Zellmigration 
durch diese Poren und die einhergehende Bildung eines zweiten Monolayers auf der 
Rückseite der Membran angeführt (Wuest et al. 2013). Darüber hinaus zeigten 
ThinCert™-Membranen im Vergleich zu Transwell™-Membranen mit einer höheren 
Porendichte einen Anstieg der TEER-Werte. Das belegt wie wichtig die Auswahl der 
geeigneten Membran für die TEER-Entwicklung eines Blut-Hirn-Schranke-Modells ist 
(Ye et al. 2015; Wuest et al. 2013; Eigenmann et al. 2013). Gleichzeitig erschwert es 
einen direkten Vergleich der TEER-Werte in der Literatur. Die Verwendung von 
Membranen mit unterschiedlichen Porendichten führte jedoch nicht zu einer wesent-
lichen Veränderung des endothelialen Permeabilitätskoeffizienten von Natrium-
fluoreszein.  
Die Abwesenheit von Serum oder die Zugabe unterschiedlicher Serumkonzen-
trationen ins Zellkulturmedium veränderten den TEER-Wert ebenfalls nicht. Diese 
Ergebnisse sind in Übereinstimmung mit den Untersuchungen von Eigenmann et al. 
(Eigenmann et al. 2013). Auch Poller et al. ermittelten an ihrem Blut-Hirn-Schranke-
Modell mit der hCMEC/D3 Zelllinie keinen Unterschied hinsichtlich der Permeation 
von Saccharose bei Serumkonzentrationen von 2,5 %, 5 % oder 10 %. In dieser Studie 
wurde jedoch eine signifikant reduzierte Permeabilität bei allen drei Konzentrationen 
erreicht durch die Verwendung von humanem Serum anstelle von Kälberserum 
(Poller et al. 2008). Eigenmann et al. hingegen konnten diese Ergebnisse mit der 
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humanen BMEC Zelllinie nicht bestätigen, was sie auf eine höhere Chargenvariabilität 
des verwendeten humanen Serums zurückführten (Eigenmann et al. 2013). Weitere 
Mediensupplemente, wie Hydrocortison, cAMP + RO-20-1724 und Calcium, sowie 
unterschiedliche Beschichtungsvarianten mit den Hauptkomponenten der zerebralen 
Basalmembran, wie Kollagen IV, Fibronektin und Laminin, (Tilling et al. 2002) zeigten 
in der vorliegenden Arbeit ebenfalls keinen Einfluss auf die Barriereeigenschaften. Im 
Gegensatz dazu stellten Tilling et al. bei der Beschichtung mit Kollagen IV, 
Fibronektin und Laminin einen Anstieg des TEER-Wertes von PBEC fest (Tilling et 
al. 1998). Diese voneinander abweichenden Ergebnisse können durch unterschied-
liche Materialien, Kultivierungsbedingungen und vor allem durch die Verwendung 
von primären Zellen zustande kommen.  
Eine signifikante Erhöhung der TEER-Werte konnte bei den durchgeführten Unter-
suchungen durch eine direkte Ko-Kultivierung mit der humanen Astrozytenzelllinie 
SVGmm erreicht werden. Allerdings entwickelte bereits die Astrozyten-Mono-Kultur 
vergleichbare TEER-Werte und Permeationskoeffizienten wie die direkte Ko-Kultur. 
Das deutet darauf hin, dass Astrozyten keinen Einfluss auf die endotheliale 
Barriereintegrität der hCMEC/D3 Zellen haben. Vielmehr betont es die geringe 
Barrieredichtigkeit der Endothelzellen, da bereits die Astrozytenzelllinie ohne 
barrierebildende Merkmale höhere TEER-Werte erreichte. Möglicherweise wiesen 
die benachbarten Astrozytenfortsätze ein überlagertes Zellwachstum auf, woraus sich 
ein leicht höherer Widerstand im Vergleich zu dem des konfluenten hCMEC/D3-
Monolayers ergab.  
  




4.3 Weiterentwicklung des dynamischen Zellkulturmodells zum 
Cerebral DynaMiTES 
Das dynamische Zellkultursystem DynaMiTES (Abschnitt 3.1.7) wurde für in vitro-
Absorptionsstudien am Auge entwickelt und unter Anwendung des Hemicornea-
Konstrukts etabliert (Beißner et al. 2018; Mattern et al. 2018). Die Zellen wurden auf 
herkömmlichen Transwell™-Zellkultureinsätzen kultiviert und durch ein einfaches 
Steckprinzip ins DynaMiTES überführt. Durch dieses Prinzip sollten sich etablierte 
statische Transwell™-Zellkulturmodelle, wie z. B. das humane Blut-Hirn-Schranke-
Modell, mit wenigen Modifikationen auf das dynamische Zellkultursystem übertragen 
lassen. Der folgende Abschnitt behandelt die Ergebnisse der Material- und 
Elektrodenuntersuchungen sowie die notwenigen Modifikationen des Blut-Hirn-
Schranke-Modells.  
Für die Verwendung eines geeigneten in vitro-Zellkulturmodells ist die Zell-
kompatibilität der einzelnen Materialen eine Grundvoraussetzung. In einer vorher-
gehenden Studie von Mattern et al. wurde gezeigt, dass das Grundkörpermaterial 
Polycarbonat, das Hülsenmaterial Aluminium und das Elektrodenmaterial Edelstahl 
über einen Zeitraum von 3 h zellverträglich sind. Auch eine Kultivierung des inversen 
Hemicornea-Konstrukts im zusammengebauten DynaMiTES hatte keinen negativen 
Einfluss auf die Zellviabilität (Mattern et al. 2018). Im Hinblick auf die Etablierung 
einer Langzeitkultivierung im DynaMiTES wurden in der vorliegenden Arbeit weitere 
Materialien über den längeren Zeitraum von 3 d untersucht. Die Endothelzellen 
wurden entweder ab der Einsaat oder ab dem Zeitpunkt der Zellkonfluenz mit der 
Materialprobe inkubiert. Die Zellviabilität wurde mittels Quantifizierung mitochon-
drialer Redoxäquivalente (MTT-Assay) ermittelt (Tabelle 23).  
Die untersuchten Materialien waren überwiegend zellkompatibel und resultierten in 
Zellviabilitäten über 85 % (Tabelle 23). Eine Ausnahme bildeten zwei Dichtungs-
materialien: Acrylnitril-Butadien-Kautschuk (nitrile butadiene rubber; NBR), ein 
Copolymer aus Butadien und Acrylnitril, führte unabhängig vom Inkubationsbeginn 
zu einem vollständigen Verlust der Zellviabilität. Chloropren-Kautschuk (chloroprene 
rubber, CR) reduzierte die Zellviabilität um ca. 42 % bei einer Inkubation ab der 
Einsaat, während es bei einer Inkubation ab der Konfluenz zu keiner Einschränkung 
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der Zellviabilität kam. Im Unterschied dazu wies die Materialprobe aus geschäumtem 
Chloropren-Kautschuk, hier bezeichnet als Neopren, bereits ab der Einsaat eine gute 
Zellverträglichkeit auf. Die Materialien Silikon und EPDM, ein Terpolymer aus 
Ethylen, Propylen und einem nicht näher spezifizierten Dien, waren zellverträglich 
und finden häufig Anwendung in mikrofluidischen Zellkultursystemen (Bunge et al. 
2017; Rach et al. 2013; Gray et al. 2002). Für die weiterführenden Untersuchungen 
wurde EPDM als einheitliches Material für alle Dichtungsringe ausgewählt. Darüber 
hinaus wurden für weitere Untersuchungen (Abschnitt 4.6.2) zeitweise die zell-
kompatiblen Dichtungsringe Silikon und Teflon eingesetzt. Der Tygon® ST-Schlauch 
aus PVC wurde, trotz guter Zellverträglichkeit, im weiteren Verlauf durch einen 
Silikonschlauch ersetzt, da dieser laut Herstellerangaben eine längere Lebensdauer 
aufweist und für sterile Anwendungen besser geeignet ist. 
Tabelle 23: Zellviabilitätsuntersuchungen mittels MTT-Assay nach der indirekten Inkubation verschiedener 
DynaMiTES-Materialien mit den hCMEC/D3 Zellen über einen Zeitraum von 3 d: NBR (n = 3 – 5), CR (n = 6), 
EPDM (n = 6), Silikon (n = 3), Neopren (n = 3), Silikonfolie (n = 3), Acrylatfolie (n = 4), Tygon® (n = 2), PTFE 
(n = 6); sofern nicht anders angegeben wurden die Zellen mit der Materialprobe ab der Einsaat inkubiert. Die 
Prozentangaben beziehen sich auf die jeweiligen Kontrollzellen. Fett gedruckte Zahlen markieren eine Zell-







   
Dichtungsringe    
NBR  100,0 ± 20,2   0,3 ± 0,2 
NBR ab Tag 3 100,0 ± 10,8   0,3 ± 0,3 
CR  100,0 ± 20,2   57,6 ± 35,4 
CR ab Tag 3 100,0 ± 12,2  117,5 ± 17,8 
EPDM 100,0 ± 15,9 95,8 ± 16,2 
Silikon 100,0 ± 20,2  110,2 ± 7,1 
Neopren 100,0 ± 18,2 85,5 ± 17,1 
Dichtungsfolie    
Silikon (autoklaviert) 100,0 ± 6,2 94,9 ± 6,7 
Silikon (mit Ethanol gereinigt) 100,0 ± 6,2 99,3 ± 5,2 
Acrylat 100,0 ± 2,7 98,8 ± 2,4 
Schläuche   
 Tygon® ST 100,0 ± 20,2 95,4 ± 21,0 
Teflon (PTFE) 100,0 ± 5,3 98,3 ± 7,9 




 Elektrodenvergleich mit herkömmlichen Elektroden 
Aufgrund ausgeprägter Barriereeigenschaften mit TEER-Werten über 3500 Ω · cm2 
wurde für den Elektrodenvergleich die Epithelzelllinie MDCK (Abschnitt 3.2.1.5) 
verwendet. Nach einem Mediumwechsel wurden die TEER-Werte von jedem 
Zellkultureinsatz nacheinander mit der Endohm®-Kammer, der STX2®-Elektrode und 
der DynaMiTES-Elektrode bestimmt. Die Messwerte lagen bei allen drei Elektroden in 
einem ähnlichen Bereich, wobei die TEER-Werte der Endohm-Kammer signifikant 
niedriger waren als die TEER-Werte der anderen beiden Elektrodentypen 
(Abbildung 25). Die Blankwerte der Endohm®-Kammer und der STX2®-Elektrode 
lagen vergleichbar mit den Herstellerangaben bei 3,0 ± 1,4 Ω bzw. 134,8 ± 3,2 Ω und 
der Blankwert des DynaMiTES befand sich bei 42,1 ± 8,1 Ω. Die höheren Blankwerte 
und Standardabweichungen der STX2®-Elektrode oder der DynaMiTES-Elektroden 
erschweren eine valide Messung von Zellen mit geringen Barriereeigenschaften, wie 
z. B. der hCMEC/D3 Zelllinie. 
 
Abbildung 25: TEER-Werte von MDCK Monolayern gemessen mit den Elektroden der Endohm®-Kammer, der 
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 Anpassung an das DynaMiTES  
 Einfluss der Zellorientierung auf die Endothelzellen 
Die Zellen wurden für eine Anwendung im DynaMiTES invers auf die Unterseite der 
PET-Membran gesät (Abschnitt 3.2.8.1). Versuchsweise wurde vor der Aussaat um 
den Zellkultureinsatz ein Silikonschlauch (1 cm hoch, 14,0 bzw. 15,0 mm Durch-
messer) gezogen und damit ein flüssigkeitsdichter apikaler Raum erzeugt. Nach der 
Inkubation hatte sich durch das Entfernen des Silikonschlauchs in vielen Fällen die 
Membran abgelöst. Bur et al. verwendeten für das inverse Lungenmodell ebenfalls 
spezielle Schläuche, allerdings blieben Details wie das Material unerwähnt. Auch eine 
mögliche Schädigung der Zellen wurde nicht beschrieben (Bur et al. 2009). Da für die 
vorliegenden Untersuchungen die Methode mit dem Schlauch keinen Vorteil brachte, 
wurde die herkömmliche Methode beibehalten und ein Herunterlaufen der Zell-
suspension durch erschütterungsfreies Arbeiten verhindert. 
 
Abbildung 26: Lichtmikroskopische Aufnahmen mit Phasenkontrast von hCMEC/D3 auf ThinCert™-Membranen 
normal (A) und invers kultiviert (B); Lebend/Tot-Färbung mit Calcein (grün), PI (rot) und Hoechst 33342 (blau) 








Unabhängig von ihrer Zellorientierung auf der Membran bildeten die Endothelzellen 
eine spindelförmige Morphologie aus, die sich mit zunehmender Konfluenz hin zu 
einer polygonalen Form entwickelte (Abbildung 26, A + B). Mit Hilfe der Lebend/Tot-
Färbung wurde ein konfluenter Zellmonolayer aus überwiegend vitalen Zellen nach-
gewiesen (Abbildung 26, C + D). In den Randbereichen des Zellkultureinsatzes 
wurden bei der inversen Kultivierung vermehrt tote Zellen detektiert. Es ist anzu-
nehmen, dass der Randbereich keinen Einfluss auf die Barriereeigenschaften hat, da 
dieser bei der normalen Kultivierung ohnehin nicht zur Verfügung steht. So 
bestätigten weiterführende Untersuchungen, dass es keinen Unterschied zwischen 
der Barriereintegrität des normalen und des inversen Blut-Hirn-Schranke-Modells 
gab (Tabelle 24). Allerdings zeigte das Modell mit der inversen Zellorientierung eine 
reduzierte Zellviabilität, die auf eine deutlich geringere Zellzahl zurückzuführen ist.  
Tabelle 24: Zell- und Barriereeigenschaften von hCMEC/D3 Zellen bei normaler und inverser Zellorientierung auf 
Transwell™-Membranen nach 3 d: Zellviabilität mittels MTT (n = 12 in CO2-IDM, n = 3 in EGM-2), Zellmembran-
integrität mittels Trypanblaufärbung (n = 3), Zellzahl (n = 3), TEER und Papp von NaF (n = 8); M ± SD 
Zellorientierung normal invers 
   
Zelleigenschaften    
Zellviabilität [%] in CO2-IDM 100,0 ± 9,4 71,5 ± 10,2 
Zellviabilität [%] in EGM-2 100,0 ± 3,9 69,1 ± 10,4 
Zellmembranintegrität [%] in EGM-2  93,4 ± 0,5 94,2 ± 2,2 
Zellzahl [Zellen/ml] in EGM-2    546 667 ± 32 316  343 667 ± 67 575 
Barriereeigenschaften   
TEER [Ω · cm2]  10,6 ± 1,2 11,3 ± 1,3 
Papp [cm/s] von 25 µg/ml NaF      1,3 · 10-5 ± 9,4 · 10-7    1,1 · 10-5 ± 2,4 · 10-6 
 Verwendung eines CO2-unabhängigen Mediums  
Das dynamische Zellkultursystem besteht aus einem gasimpermeablen Polycarbonat-
Grundkörper, der einen CO2-Austausch einschränkt. In einem Vorversuch wurden 
verschiedene CO2-unabhängige Kultivierungsvarianten anhand der Zelllinie MDCK 
getestet. Das CO2-unabhängige Medium CO2-IDM von Gibco® stellte sich als am 
geeignetsten heraus (Daten nicht gezeigt) und wurde für die folgenden 
Untersuchungen verwendet. Es enthält ein Puffersystem aus mono- und dibasischem 
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Natriumphosphat und β-Glycerophosphat sowie eine geringe Menge Bicarbonat. 
Alternativen wie der Zusatz von 25 mM HEPES ins herkömmliche Medium oder eine 
Vorinkubation des Mediums im Brutschrank mit 5 % CO2 haben das Wachstum der 
MDCK Zellen unzureichend unterstützt. Im Folgenden wird auf den Einfluss einer 
Kultivierung der Endothelzellen im CO2-unabhängigen Medium näher eingegangen.  
 
Abbildung 27: Die Zellviabilität von hCMEC/D3 mittels MTT-Assay bei einer Kultivierung in EGM-2 mit CO2, CO2-
IDM ohne CO2, EGM-2 ohne CO2 ab Tag 3 und ab Tag 0 (n = 4); M ± SD 
Die Zellen wurden entweder ab ihrer Konfluenz für ein bis drei Tage oder ab der 
Einsaat für vier Tage in einer 12-Well-Platte in CO2-IDM kultiviert. Als Vergleichs-
medium diente EGM-2 in einer Umgebung mit 5 % CO2 bzw. ohne CO2-Austausch. Die 
Untersuchungen zeigten, dass die Endothelzellen unter Verwendung von CO2-IDM 
einen konfluenten Zellmonolayer ausbildeten. Wurden die Endothelzellen ab der 
Einsaat in CO2-IDM kultiviert, erreichten sie eine Zellviabilität von 67 %, wohingegen 
bei einer Kultivierung ab der Konfluenz die Zellviabilität 77 bis 83 % betrug. Die 
reduzierte Zellviabilität ist wahrscheinlich auf eine geringere Zellproliferation 
zurückzuführen. Im Unterschied zum EGM-2 ist das alternative Medium CO2-IDM 
nicht auf eine Kultivierung von mikrovaskulären Endothelzellen abgestimmt. Für 
weiterführende Aussagen müssten Proliferationsstudien mit Zellen in CO2-IDM 
durchgeführt werden. Bei einer Zellkultivierung im Standardmedium ohne CO2-
Austausch nahm die Zellviabilität vermutlich durch einen pH-Anstieg schon nach 
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 Zusammenfassende Diskussion zur Weiterentwicklung des 
dynamischen Zellkulturmodells zum Cerebral DynaMiTES 
Ein wesentlicher Aspekt waren die Untersuchungen verschiedener DynaMiTES-
Materialien hinsichtlich ihrer Zellkompatibilität. Das Dichtungsmaterial CR führte zu 
einer leichten und NBR zu einer vollständigen Reduzierung der Zellviabilität. Neben 
der Herstellung von Schläuchen und Gummidichtungen wird NBR auch zur 
Herstellung von Handschuhen verwendet. Lönnroth et al. haben Laborhandschuhe in 
einer Biokompatibilitätsstudie untersucht und ebenfalls gezeigt, dass NBR einen 
zytotoxischen Effekt auf Fibroblasten ausüben kann. Die abweichenden Ergebnisse 
zwischen verschiedenen Herstellern wurden auf unterschiedlich verwendete 
Zusatzstoffe wie z. B. Stabilisatoren zurückgeführt (Lönnroth 2005). Die variierenden 
Zusammensetzungen und Zusatzstoffe könnten auch für den unterschiedlichen Effekt 
zwischen dem herkömmlichen CR und dem geschäumten CR (Neopren) 
verantwortlich sein. Die einzelnen Dichtungsmaterialien wurden von Mattern et al. 
nicht betrachtet, allerdings wurde das zusammengebaute Gesamtsystem untersucht 
und kein schädigender Effekt auf die Zellen ermittelt (Mattern et al. 2018). Das 
gegensätzliche Ergebnis ist möglicherweise durch den unterschiedlichen Versuchs-
aufbau bedingt. Bei Mattern et al. befand sich der Dichtungsring aus NBR in der 
oberen Ebene und stand somit nicht zwangsläufig in direktem Kontakt mit dem 
Kultivierungsmedium, wohingegen in der vorliegenden Untersuchung ein direkter 
Kontakt zwischen dem Material und dem Medium vorlag. Weitere Ursachen könnten 
die unterschiedlichen in vitro-Modelle und Inkubationszeiten sein. Das Material 
EPDM wird aufgrund seiner Eigenschaften, wie z. B. eine hohe Biegefähigkeit und 
Abriebfestigkeit sowie eine gute Beständigkeit gegenüber wässrigen und öligen 
Medien, Ozon, Sonnenlicht und Wasserdampf, häufig in der Lebensmittel- und 
pharmazeutischen Industrie eingesetzt (Chanda und Roy 2008; Katbab et al. 1992). 
Im Unterschied zu den Dichtungsringen aus Silikon wurden die EPDM-Dichtungsringe 
vom Hersteller mit einer USP-Klassifizierung VI und FDA-geprüft bezogen, was 
bedeutet, dass sie für den Einsatz in Lebensmittel- und Arzneimittelherstellungs-
prozessen oder für biomedizinische Zwecke in den USA qualifiziert sind. Nachdem CR 
und NBR sich als ungeeignet herausgestellt hatten, wurde im Folgenden EPDM als 
einheitliches Dichtungsmaterial eingesetzt. EPDM zeigte in der vorliegenden Arbeit 
eine gute Zellverträglichkeit und bestätigt damit die Ergebnisse vorangegangener 
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Untersuchungen (Amin et al. 2018; Mast et al. 1997). Mast et al. beispielsweise 
belegten die Biokompatibilität bei einer direkten Kultivierung von humanen 
Fibroblasten auf EPDM-Platten und in einer Extraktionsstudie jeweils über 14 Tage 
(Mast et al. 1997). Im Unterschied dazu fanden Rach et al. bei einer Zytotoxizitäts-
untersuchung heraus, dass FDA-geprüfte O-Ringe aus EPDM sowie einige Silikonarten 
einen schädigenden Effekt auf die Zellen haben. Sie stellten fest, dass das zytotoxische 
Potenzial nicht nur von der Art des Materials abhängig ist, sondern auch von der 
spezifischen Zusammensetzung seitens des Herstellers (Rach et al. 2013). Das belegt 
einmal mehr, wie wichtig individuelle Zellverträglichkeitsuntersuchungen für die 
jeweiligen spezifischen in vitro-Anwendungen sind.  
In Anlehnung an die Elektroden der Endohm®-Kammer hat sich die Elektroden-
geometrie im DynaMiTES von einer konzentrischen (Prototyp 1 und 2) hin zu einer 
stabförmigen Elektrode (ab Prototyp 3) entwickelt. Die Silber-Silberchlorid-
Elektroden der Endohm®-Kammer erzeugen im Vergleich zu den STX2®-Elektroden, 
ebenfalls aus Silber-Silberchlorid, eine gleichmäßigere Stromdichte über einen 
größeren Bereich und ermitteln dadurch zuverlässigere Werte (Sheller et al. 2017; 
Douville et al. 2010). Ein wesentlicher Vorteil der STX2®-Elektroden ist, dass die 
Zellen während der Messung in ihrer ursprünglichen Zellumgebung verbleiben. Auch 
bei einer Zellkultivierung im DynaMiTES kann die Messung ohne eine Veränderung 
der Kultivierungsbedingungen und somit ohne einen zusätzlichen Stressfaktor für die 
Zellen durchgeführt werden. Die Elektroden im DynaMiTES ermöglichen TEER-
Ergebnisse, die vergleichbar mit denen der STX2®-Elektrode sind. Ein signifikanter 
Unterschied wurde zwischen der Endohm®-Kammer und der DynaMiTES-Elektrode 
festgestellt. Sheller et al. verglichen die TEER-Werte der Endohm-Kammer® und der 
STX2®-Elektrode miteinander. Unter Verwendung der Zelllinien MCF-7 und MDCK 
fanden sie heraus, dass die STX2®-Elektrode geringere TEER-Werte als die Endohm-
Kammer ermittelt (Sheller et al. 2017). Dieses Ergebnis konnte in der vorliegenden 
Untersuchung nicht bestätigt werden, da die STX2®-Elektrode tendenziell höhere 
TEER-Werte als die Endohm®-Kammer gemessen hat. Wahrscheinlich spielt der 
Versuchsaufbau eine wesentliche Rolle. In der vorliegenden Untersuchung wurde 
jeder Zellkultureinsatz konsekutiv mit allen drei Elektrodentypen vermessen.  
  




Um mögliche Einflüsse von der einen Messung auf die andere zu minimieren, wurde 
zwischen den Messungen Zeit für die Äquilibrierung gelassen. Angaben zum genauen 
Versuchsablauf und ob jeder Zellkultureinsatz jeweils nur mit einem oder mit beiden 
Messgeräten untersucht wurde, fehlen bei Sheller et al. So wird erneut deutlich, dass 
ein direkter Vergleich der TEER-Angaben in der Literatur durch die Verwendung 
verschiedener Messgeräte oder unterschiedlicher Versuchsabläufe nicht möglich ist. 
Für einen Wechsel der Zellorientierung auf der Membran sind nur geringe 
Modifikationen erforderlich. Die vergleichbare Zellmorphologie, Zellviabilität und 
Barriereintegrität zwischen den normal und invers kultivierten Zellen belegen, dass 
die inverse Kultivierung von den Zellen gut vertragen wird. Auffällig ist jedoch, dass 
an die Unterseite der Membran weniger Endothelzellen adhärierten. Das liegt 
wahrscheinlich an den unterschiedlichen Oberflächeneigenschaften der Membran, 
die bereits makroskopisch erkennbar waren. Laut Herstellerangaben ist die normale 
Wachstumsfläche der PET-Membran physikalisch vorbehandelt worden, um die 
Adhärenz und Wachstumscharakteristika der Zellen zu verbessern. Bei der inversen 
Kultivierung wurde trotz erniedrigter Zellanheftung ebenfalls ein konfluenter 
Monolayer ausgebildet und das Verhältnis zwischen der Formazan-Absorption und 
der Zellzahl war proportional zueinander, was für eine unveränderte mitochondriale 
Aktivität der Zellen spricht. Aufgrund der geringeren Zellzahlen wurden bei den 
nachfolgenden Versuchen höhere Einsaatdichten von 1,3 · 105 Zellen/cm2 eingesetzt. 
Ähnliche Einsaatdichten wurden in der Literatur auch im Zusammenhang mit der 
herkömmlichen Kultivierung verwendet (Weksler et al. 2005). 
Beißner et al. haben für ihre dreistündigen Untersuchungen im DynaMiTES den pH-
unabhängigen Puffer KRB ausgewählt. Jedoch kann bei längeren Kultivierungszeiten 
mit KRB die Versorgung der Zellen mit den benötigten Nährstoffen nicht sicher-
gestellt werden. Auch das Standardmedium EGM-2 ist unter atmosphärischen Be-
dingungen keine Alternative, da ein zu hoher pH-Anstieg die Zellen bekanntermaßen 
schädigen kann (Eagle 1973). Bereits nach einem Tag war dieser Effekt in der 
vorliegenden Arbeit an einem ausgeprägten Zellviabilitätsverlust erkennbar. CO2-IDM 
ist für die Kultivierung von adhärenten Säugetierzellen unter atmosphärischen 
Bedingungen geeignet. Die Endothelzellen ließen sich nach dem Erreichen der 
Konfluenz für drei Tage ohne deutliche Verluste der Zellviabilität kultivieren.  
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4.4 Kultivierung von hCMEC/D3 Zellen im Cerebral DynaMiTES 
Eine Kultivierung unter Flussbedingungen kann sich auf das Zellwachstum, die Zell-
funktion, die Morphologie, die Genexpression und den Phänotyp der Endothelzellen 
auswirken (Jiang et al. 2019). Der folgende Abschnitt behandelt den Einfluss einer 
statischen und dynamischen Kultivierung im DynaMiTES auf die Zell- und Barriere-
eigenschaften der hCMEC/D3 Zelllinie. Es wurden Flussraten von 0,03, 0,33 und 
3,33 ml/min sowie Kultivierungszeiten von 3 h, 24 h, 72 h und 7 d untersucht. 
 Untersuchung verschiedener Ausgangskonfluenzen 
Für die Untersuchung verschiedener Ausgangskonfluenzen wurden die Endothel-
zellen statisch, wie unter 3.2.8.1 beschrieben, für ein bis vier Tage kultiviert und dann 
ins DynaMiTES (Prototyp 2) überführt. Zur Bestimmung der Zellviabilitäten wurden 
mitochondriale Redoxäquivalente mittels MTT-Assay (Abschnitt 3.2.8.5.3) nach 24 h 
unter Flussbedingungen quantifiziert.  
 
Abbildung 28: Zellviabilitäten von hCMEC/D3 Zellen mittels MTT-Assay nach einer dynamischen Kultivierung im 
DynaMiTES (Prototyp 2) mit einer Flussrate von 0,03 ml/min für 24 h; die statisch kultivierten Kontrollzellen in 
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Die Ergebnisse haben gezeigt, dass die Zellmonolayer vor dem Einsetzen ins 
DynaMiTES konfluent sein müssen, damit sich ihre Zellviabilität nach 24 h unter 
Flussbedingungen im Bereich der gemessenen Zellviabilität der Kontrollzellen 
befindet (Abbildung 28). Waren die Zellmonolayer hingegen an den ersten beiden 
Tagen subkonfluent, lag die Zellviabilität unter 60 %. Mögliche Gründe könnten sein, 
dass die Proliferationsrate im DynaMiTES reduziert ist oder sich bereits adhärierte 
Zellen durch die Flussbedingungen wieder von der Membran abgelöst haben. Eine 
Zellzahlanalyse wurde im Rahmen dieser Untersuchung nicht durchgeführt. Für die 
nachfolgenden Experimente wurde, sofern nicht anders angegeben, eine statische 
Vorkultivierungszeit von mindestens drei Tagen ausgewählt.  
 Zellkultivierung über 3 h und 24 h 
Die Zellen wurden für 3 h bzw. 24 h statisch und dynamisch im DynaMiTES kultiviert. 
Der Kultivierungszeitraum von 3 h wurde in Anlehnung an den Permeationszeitraum 
von Beißner et al. untersucht (Beißner et al. 2018). Nach dem Herausnehmen aus 
dem DynaMiTES und dem Überführen in eine 12-Well-Zellkulturplatte wurden die 
Zellen auf ihre Zellkonfluenz, Zellviabilität, Zellzahl und Barriereeigenschaften 
untersucht. 
 Einfluss auf die Zellviabilität und die Zellkonfluenz  
Die statische und dynamische Kultivierung über einen Zeitraum von 3 h wurde von 
den Endothelzellen gut vertragen, erkennbar an den unveränderten Zellzahlen und 
Zellviabilitäten im Vergleich zu den Kontrollzellen (Tabelle 25). Eine Kultivierungs-
zeit von 24 h im DynaMiTES wurde bei einer Flussrate von 0,03 ml/min ebenfalls gut 
vertragen. Demgegenüber verursachten höhere Flussraten von 0,33 und 3,33 ml/min 
einen deutlichen Zellzahlverlust. Zusätzlich kam es durch die höheren Druck-
verhältnisse zu einem verstärkten Auslaufen des Mediums und zu Luftblasen-
bildungen im Donor-Kompartiment. Ob die Zellzahlreduktion im DynaMiTES bei den 
höheren Flussraten auf eine Unterversorgung mit Medium zurückzuführen ist, sollte 
durch eine Kultivierung in der 12-Well-Zellkulturplatte ohne Medium im Donor-
Kompartiment überprüft und so der Luft-Zell-Kontakt nachgebildet werden.  
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Hierbei waren bei der mikroskopischen Untersuchung keine Zellablösungen oder 
Veränderungen des Monolayers erkennbar, und bei der Zellzahlanalyse wurde eine 
Zellzahl von 84,7 ± 3,3 % im Vergleich zu den Kontrollzellen mit Medium ermittelt. 
Das spricht dafür, dass die Zellzahlreduktion im DynaMiTES bei den höheren 
Flussraten nicht allein auf eine Unterversorgung mit Medium zurückzuführen ist. Auf 
die Undichtigkeiten des DynaMiTES wird im Abschnitt 4.4.3.3 näher eingegangen. 
Tabelle 25: Übersicht der Zellzahlen, Zellviabilitäten (MTT-Assay) und der Zellmembranintegritäten (Trypan-
blaufärbung) von hCMEC/D3 Zellen nach unterschiedlichen Kultivierungsvariationen ab Tag 4: statisch in der 12-
Well-Zellkulturplatte (3 h, n = 16 – 20; 24 h, n = 3 – 22), statisch im DynaMiTES (3 h, n = 17 – 21; 24 h n = 3 – 16), 
bei 0,03 ml/min (3 h, n = 3; 24 h, n = 3 – 9), 0,33 ml/min (3 h, n = 6 – 10; 24h, n = 5) und 3,33 ml/min (3 h, n = 8; 
24 h, n = 4) im DynaMiTES; die Prozentangaben beziehen sich auf die Kontrollzellen in den 12-Well-Zellkultur-
platten. Fett gedruckte Zahlen markieren Werte unter 80 %. M ± SD; # = DynaMiTES sehr stark ausgelaufen  






    
3 h Kultivierung     
Statisch in 12-Well-Platte  100,0 ± 17,4 100,0 ± 13,6  - 
Statisch im DynaMiTES  103,2 ± 28,1 107,8 ± 31,3  - 
0,03 ml/min im DynaMiTES 96,7 ± 20,2 101,9 ± 26,6  - 
0,33 ml/min im DynaMiTES  110,6 ± 12,2 110,2 ± 29,7  - 
3,33 ml/min im DynaMiTES  114,5 ± 21,4 109,3 ± 29,4  - 
24 h Kultivierung    
Statisch in 12-Well-Platte  100,0 ± 23,6 100,0 ± 15,6 100,0 ± 3,2 
Statisch im DynaMiTES 97,3 ± 29,3 85,2 ± 14,1 107,3 ± 0,3 
0,03 ml/min im DynaMiTES 92,3 ± 29,0 82,0 ± 22,3 103,4 ± 6,6 
0,33 ml/min im DynaMiTES # 78,6 ± 26,6 -  95,2 ± 6,2 
3,33 ml/min im DynaMiTES # 44,8 ± 25,7 -  97,1 ± 4,6 
 
  




Zur weiteren Charakterisierung des Monolayers wurden die Endothelzellen nach 
einer 24-stündigen Kultivierung im DynaMiTES bei 0,03 ml/min mit Fluoreszenz-
farbstoffen zur Differenzierung zwischen lebenden und toten Zellen untersucht 
(Abschnitt 3.2.8.5.1). Abbildung 29 zeigt deutlich, dass es keine erkennbaren 
Unterschiede zwischen dem statisch (A – D) und dynamisch (E + F) kultivierten 
Endothelzellen gibt. Die Zellen wiesen einen konfluenten Monolayer mit überwiegend 





Abbildung 29: Mikroskopische Aufnahmen von hCMEC/D3 nach 24 h unter verschiedenen Kultivierungs-
variationen: statische Kultivierung in der 12-Well-Platte (A, B), statische Kultivierung im DynaMiTES (C, D) und 
dynamische Kultivierung mit einem Fluss von 0,03 ml/min (E, F); links: lichtmikroskopische Aufnahmen mit 
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 Einfluss auf die Barriereeigenschaften  
Zur Untersuchung der Barriereeigenschaften, wurden Permeationsuntersuchungen 
mit Natriumfluoreszein im DynaMiTES nach 24 h Zellkultivierung durchgeführt. Die 
Flussbedingungen während der Permeation entsprachen denen der Zellkultivierung. 
Um eine konstante Konzentration im Donor-Kompartiment auch bei den statisch 
kultivierten Zellen im DynaMiTES sicherzustellen, wurde in regelmäßigen Abständen 
Natriumfluoreszein-Lösung ins Donor-Kompartiment nachgefüllt. Die Permeations-
verläufe und Permeationskoeffizienten (Abbildung 30, Tabelle 26) verdeutlichen, 
dass es keinen Unterschied zwischen einer Permeation im DynaMiTES und in der 
12-Well-Zellkulturplatte gibt. Die vorangegangene DynaMiTES-Kultivierung hatte 
weder unter den statischen noch unter den dynamischen Bedingungen einen Einfluss 
auf die Barriereeigenschaften der Endothelzellen. Im DynaMiTES ist bei der 
statischen Permeation ein leichtes Abflachen der Kurve zu erkennen. Das zeigt 
deutlich, dass ein häufigeres Nachfüllen der Natriumfluoreszein-Lösung ab Minute 
100 erforderlich wäre. Die TEER-Werte der Endothelzellen befanden sich nach der 
Kultivierung alle in einem Bereich ≤ 15 Ω · cm2. 
 
Abbildung 30: Permeationsverläufe von Natriumfluoreszein (25 µg/ml) durch einen hCMEC/D3 Monolayer über 
einen Zeitraum von 150 min nachdem die Zellen zuvor 24 h statisch bzw. bei 0,03 ml/min im DynaMiTES 






























Tabelle 26: Fluxdaten und Permeationskoeffizienten von Natriumfluoreszein nach 24 h Kultivierung der 
hCMEC/D3 Zellen im DynaMiTES und in 12-Well-Zellkulturplatten (n = 4); M ± SD 
Permeationsmodell 
mit 25 µg/ml NaF 
Flux  
J [· 10-4 µg/cm2 · s] 
Permeationskoeffizient 
Papp [· 10-5 cm/s] 
   
24 h Kultivierung   
Statisch in 12-Well-Platte 4,88 ± 0,16 1,95 ± 0,06 
Statisch im DynaMiTES 4,72 ± 0,13 1,89 ± 0,05 
0,03 ml/min im DynaMiTES 5,26 ± 0,12 2,10 ± 0,47 
 Zellkultivierung über einen Zeitraum von ≥ 72 h  
 Kontaminationen im DynaMiTES 
Im DynaMiTES traten bei längeren Kultivierungszeiten (≥ 48 h) häufig mikro-
biologische Kontaminationen auf, wohingegen die Kontrollzellen in der 12-Well-
Zellkulturplatte unter den identischen Bedingungen keine aufwiesen. Eine 
verlängerte Einwirkzeit des 70%igen (V/V) Ethanols von 5 Minuten auf die 
DynaMiTES-Ebenen brachte keine Verbesserung. Dem Medium CO2-IDM wurde 
routinemäßig eine Lösung aus den Antibiotika Penicillin und Streptomycin sowie 
dem Antimykotikum Amphotericin B zugesetzt. Diese Antibiotika-Lösung deckt ein 
großes Wirkspektrum ab und zählt in der Zellkultur zu einer der am häufigsten 
eingesetzten Antibiotika-Kombinationen (Ryu et al. 2017). Das β-Lactam-
Antibiotikum Penicillin greift durch irreversible Interaktion mit der Transpeptidase 
in die Peptidoglykansynthese von grampositiven Bakterien ein und tötet diese 
dadurch ab (Mucsi et al. 2013; Izaki et al. 1966). Das Aminoglykosid-Antibiotikum 
Streptomycin hemmt hingegen die Proteinbiosynthese der Bakterien durch 
Blockierung der Initiation und weist ein breites Wirkungsspektrum vor allem gegen 
gramnegative Bakterien auf (Sharma et al. 2007; Luzzatto et al. 1968). 
Kontaminationen mit Bakterien, Pilzen und Mykoplasmen trotz Antibiotikazugabe 
können durch eine zu niedrige Antibiotikakonzentration im Medium, durch 
chemische Instabilitäten oder durch die Ausbildung von Antibiotikaresistenzen 
zustande kommen. Die verwendete Antibiotika-Lösung wurde in der empfohlenen 
Endkonzentration von 100 Units/ml Penicillin und 100 µg/ml Streptomycin 
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eingesetzt und ist laut Herstellerangaben über einen Zeitraum von drei Tagen bei 
37 °C stabil. Wurde das Medium CO2-IDM durch das Standardmedium EGM-2 
ausgetauscht, traten weder in der 12-Well-Zellkulturplatte noch im DynaMiTES 
Kontaminationen auf. Dieses Phänomen lässt sich durch eine unterschiedliche 
Antibiotikazugabe zu den jeweiligen Medien erklären. In EGM-2 ist nach 
Herstelleranweisung das Aminoglykosid-Antibiotikum Gentamicin zugesetzt, das ein 
breiteres Wirkspektrum als Penicillin/Streptomycin aufweist und zudem über 5 Tage 
bei 37 °C stabil ist (Rudin et al. 1970). Es hemmt durch eine Anlagerung an die 
30 S-Untereinheit des Ribosoms die Proteinbiosynthese von gramnegativen und 
grampositiven Bakterien sowie Mykobakterien (Kadurugamuwa et al. 1993; Rudin et 
al. 1970). Bei einer zusätzlichen Gabe von 50 µg/ml Gentamicin ins Medium CO2-IDM 
trat kein mikrobiologisches Wachstum im DynaMiTES auf (Tabelle 27). Um darüber 
hinaus eine Kontamination unabhängig von der Antibiotikazugabe auszuschließen, 
wurde nach einer passenden Sterilisationsmethode für das DynaMiTES gesucht. 
Das Grundkörpermaterial Polycarbonat hat eine amorphe bis gering kristalline 
Struktur und ist gekennzeichnet durch Transparenz, Formstabilität, mechanische 
Festigkeit sowie eine Hitzebeständigkeit bis 130 °C (Brunelle 2005). Aufgrund dieser 
Eigenschaften und seiner guten Biokompatibilität wird das Material häufig in 
Biomedizinprodukten wie Spritzen, chirurgischen Instrumenten und Dialysegeräten 
verarbeitet (Sastri 2014). Die mittleren DynaMiTES-Ebenen wurden mit gespanntem, 
gesättigten Wasserdampf unter Standardbedingungen (121°C, 15 min, 2 bar) 
autoklaviert. Physikalische Veränderungen z. B. durch Hydrolyse-Reaktionen werden 
in der Literatur häufig erst nach mehreren Zyklen beschrieben (Sastri 2014; 
Rogers 2013). In der vorliegenden Arbeit wurden auch nach mehr als 
15 Autoklavierzyklen keine makroskopischen Veränderungen festgestellt, wobei 
keine systematische Untersuchung hinsichtlich der Zyklenanzahl und der Material-
eigenschaften durchgeführt wurde. Die verklebte Silikonfolie auf der mittleren Ebene 
wies nach dem Autoklavierprozess teilweise kleine, reversible Lufteinschlüsse auf. 
Die untere Ebene mit den integrierten Elektroden und Anschlüssen wurde 
versuchsweise ebenfalls autoklaviert. Das Elektrodenmaterial Edelstahl ist gegenüber 
Temperaturen bis 250 °C beständig. Nach der Autoklavierung kam es an den 
integrierten Elektrodenanschlüssen zu einer braunen Verfärbung, die auf eine 




Korrosion schließen lässt. Daher wurde eine standardmäßige Sterilisation mit 
gesättigtem Wasserdampf für die obere und untere Ebene ausgeschlossen und die 
Sterilisation mit trockener Hitze untersucht. Um die Trockenhitzesterilisation bei 
einer materialverträglichen Temperatur (120 °C) durchführen zu können, wurde die 
Sterilisationsdauer auf 32 h verlängert. Die untere DynaMiTES-Ebene zeigte sich nach 
der Sterilisation, bis auf eine Verfärbung des Klebers an der Elektrode, unverändert 
(Anhang 9.2).  
Neben den thermischen Verfahren ist die Strahlensterilisation mit energiereichen 
Elektronenstrahlen (Beta-Sterilisation) bzw. mit elektromagnetischen Wellen 
(Gamma-Sterilisation) eine zuverlässige Sterilisationsmethode. Während die Beta-
Sterilisation eine relativ geringe Eindringtiefe aufweist und eher für Oberflächen-
sterilisationen geeignet ist, hat die Gamma-Sterilisation mit den ungeladenen 
Photonen eine hohe Eindringtiefe. Die Bestrahlungsuntersuchungen erfolgten in 
einem spezialisierten Bestrahlungsbetrieb mit Hilfe einer Kobalt-60-Quelle bei einer 
Strahlendosis von 25 kGy. Ein DynaMiTES wurde jeweils auseinander- und 
zusammengebaut mit Beta-Strahlung behandelt. Nach der Behandlung wiesen die 
Polycarbonat-Grundkörper eine Verfärbung auf. Bei dem auseinandergebauten 
System war eine kontinuierliche und schwache Gelbfärbung zu erkennen, wohin-
gegen sich bei dem zusammengebauten DynaMiTES ein gradueller Verlauf von gelb 
nach schwach gelb abzeichnete und sich zusätzlich Mikrorisse gebildet hatten. Der 
graduelle Verlauf lässt sich bei dem zusammengebauten System durch eine 
abnehmende Eindringtiefe der Strahlen erklären. Im Unterschied dazu verfärbte sich 
das zusammengebaute DynaMiTES nach der Gamma-Strahlensterilisation einheitlich 
gelb (Anhang 9.2).  
Eine Zusammenfassung aller Untersuchungsvariationen ist in Tabelle 27 aufgelistet. 
Es wurden Sterilisationsverfahren berücksichtigt, die im Rahmen dieser Arbeit 
technisch umsetzbar waren. Daher wurden z. B. die Anwendbarkeit einer 
Niederdruck-Plasmasterilisation oder die Begasung mit Ethylenoxid nicht untersucht. 
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 pH-Veränderungen im DynaMiTES 
Der pH des Zellkulturmediums ist entscheidend für eine optimale Kultivierungs-
umgebung der Zellen. Veränderungen können die Zellfunktionen, darunter die 
Zellproliferation und -differenzierung sowie den Zellmetabolismus beeinflussen 
(Mackenzie et al. 1961). Aufgrund der geringen Gasdurchlässigkeit des Polycarbonats 
spielt der pH-Wert insbesondere bei den längeren Kultivierungszeiträumen im 
DynaMiTES eine wichtige Rolle. Der physiologische pH-Wert der Extrazellular-
flüssigkeit liegt zwischen 7,35 und 7,45. Abweichungen unterhalb und oberhalb 
dieses Bereichs werden als Azidose bzw. Alkalose bezeichnet (Knichwitz 2005). 
Äquivalent dazu haben die meisten Säugetierzellen in vitro ihr pH-Optimum bei 7,4, 
wobei dieses abhängig vom jeweiligen Zelltyp variieren kann. Transformierte 
Zelllinien haben z. B. ihr pH-Optimum bei leicht sauren pH-Werten (7,0 – 7,4), 
wohingegen normale Fibroblastenzelllinien leicht basische pH-Werte (7,6 – 7,8) 
bevorzugen (Eagle 1973; Ceccarini und Eagle 1971).  
Um die pH-Werte im Zellkulturmedium konstant zu halten, werden häufig der 
physiologische Hydrogencarbonat-Kohlensäure-Puffer oder der synthetische HEPES-
Puffer eingesetzt (Freshney 2010; Ceccarini und Eagle 1971; Eagle 1971). Bei der 
Verwendung des Hydrogencarbonat-Kohlensäure-Puffers ist zur Einstellung des 
Tabelle 27: Zusammenfassung der Kontamination und Materialveränderung des DynaMiTES nach verschiedenen 
Untersuchungsvariationen: Reinigung mit Ethanol und anschließende Anwendung mit CO2-IDM bzw. EGM-2, 
Autoklavierung, Trockenhitzesterilisation und Strahlensterilisation; bei den standardisierten Verfahren wurde, 
mit Ausnahme der β-Strahlensterilisation, keine Prüfung auf eine Kontamination durchgeführt. PC = Polycarbonat 
Variationen Kontamination Material- veränderung 
Mit Ethanol gereinigt und gespült   
− in CO2-IDM Ja - 
− in EGM-2  Nein  - 
− in CO2-IDM + 50 µg/ml Gentamicin Nein - 
Autoklavierung (121°C, 15 min, 2 bar) - Korrosion Elektrodenanschluss 
Trockenhitzesterilisation (32 h, 120 °C) - Verfärbung des Klebers 
β-Strahlensterilisation (25 kGy) Nein Verfärbung PC & Risse 
γ-Strahlensterilisation (25 kGy) - Verfärbung PC 




physiologischen pH-Wertes eine Umgebung mit 5 bis 10 % CO2 erforderlich. Bei 
längeren Arbeiten außerhalb der CO2-regulierten Umgebung können pH-
Schwankungen auftreten, welche die Zellfunktion beeinträchtigen können. (Itagaki 
und Kimura 1974). Beispielsweise stellt das Zellkulturmedium CO2-IDM von Gibco™ 
mit einem CO2-unabhängigen Puffer für die Kultivierung unter atmosphärischen 
Bedingungen eine Alternative dar (Abschnitt 4.3.2.2). 
Tabelle 28: pH-Werte in der 12-Well-Zellkulturplatte oder im DynaMiTES in den Zellkulturmedien EGM-2 und 
CO2-IDM mit und ohne CO2-Austausch; die Messung erfolgte ohne Zellen nach 48 h (n = 4 – 6). Bei den Versuchen 




Ohne Zellen  
12-Well-Platte mit EGM-2 und CO2-Austausch 7,3 ± 0,0 
DynaMiTES mit EGM-2 und CO2-Austausch 7,3 ± 0,0 
DynaMiTES mit EGM-2 ohne CO2-Austausch 7,7 ± 0,2 
 
Mit Zellen  
12-Well-Platte mit EGM-2 und CO2-Austausch 7,4 ± 0,1 
DynaMiTES mit EGM-2 und CO2-Austausch 7,4 ± 0,2 
12-Well-Platte mit CO2-IDM ohne CO2-Austausch 7,1 ± 0,1 
DynaMiTES mit CO2-IDM ohne CO2-Austausch 7,0 ± 0,2 
Für die Ermittlung der pH-Werte im dynamischen Zellkultursystem wurde das 
Standardmedium EGM-2 jeweils mit und ohne CO2-Zufuhr sowie das Medium 
CO2-IDM ohne CO2-Zufuhr untersucht (Tabelle 28). Ein CO2-Austausch wurde im 
DynaMiTES ermöglicht, indem die obere DynaMiTES-Ebene gegen den gas-
permeablen Verschluss einer Zellkulturflasche (75 cm2) ausgetauscht wurde. Die pH-
Werte von EGM-2 in der 12-Well-Zellkulturplatte und im DynaMiTES waren bei den 
Versuchen mit CO2-Austausch vergleichbar. Wurde hingegen das DynaMiTES mit der 
oberen DynaMiTES-Ebene verschlossen, verschob sich der pH-Wert von EGM-2 leicht 
in den alkalischen Bereich. Das verdeutlicht, dass ein Gasaustausch im zusammen-
gebauten DynaMiTES reduziert war und weniger CO2 mit dem Medium interagieren 
konnte. Vorangegangene Studien haben gezeigt, dass der pH-Wert von Hydrogen-
carbonat-gepufferten Medien ohne CO2 bereits nach 30 Minuten auf 7,9 (Vistica et 
al. 1990) bzw. nach 1 h auf 8,4 (Lelong und Rebel 1998) anstieg. Im Vergleich zu 
4 Ergebnisse und Diskussion    
 
104 
diesen Ergebnissen war der pH-Wert von 7,7 im DynaMiTES niedriger. Das spricht 
dafür, dass ein gewisser CO2-Austausch über die gaspermeablen PTFE-Schläuche 
stattfand. Die pH-Werte von dem Medium CO2-IDM lagen leicht unter den pH-Werten 
des Standardmediums EGM-2. Die pH-Messung erfolgte nach dem Herausnehmen aus 
dem Inkubator und dem Überführen in eine 12-Well-Zellkulturplatte unter 
atmosphärischen Bedingungen bei Raumtemperatur (23 ± 2 °C). Es ist zu erwarten, 
dass die realen pH-Werte in einer CO2-reichhaltigen Atmosphäre leicht von den 
gemessenen Werten abweichen. Mackenzie et al. beispielsweise ermittelten unter 
ähnlichen Bedingungen eine pH-Abweichung von 0,1 (Mackenzie et al. 1961). 
 Undichtigkeiten des DynaMiTES 
Während der länger andauernden Kultivierung der Zellen im DynaMiTES traten 
vermehrt Undichtigkeiten im System auf, erkennbar an dem sinkenden Volumen im 
Akzeptor-Kompartiment und der Luftblasenbildung im Donor-Kompartiment 
(Abbildung 31, A + B). Mit Hilfe einer Natriumfluoreszein-Lösung wurden die 
undichten Stellen an den seitlichen Hülsen lokalisiert (Abbildung 31, C). Das deutet 
darauf hin, dass die Dichtungsringe innerhalb der Hülsen den Kanal nicht aus-
reichend abdichten. Diese Fehlerquelle wurde durch die Verwendung eines größeren 
Dichtungsrings innerhalb der Hülse deutlich minimiert. Der neue Dichtungsring 
drückt sich näher an den Kanal und sorgt somit für eine bessere Abdichtung. Weitere 
Abdichtungsvariationen, wie z. B. eine zusätzliche oder dickere Silikonfolie zwischen 
der mittleren und der unteren Ebene, bewirkten keine Verbesserung. 
     
Abbildung 31: Halb leeres Akzeptor-Kompartiment (A), Luftblasen im Donor-Kompartiment (B) und Heraus-
laufen einer NaF-Lösung (250 µg/ml) entlang der seitlichen Hülse bei einem um 180° gedrehten DynaMiTES (C) 
  
A B C




Ein weiterer Ansatz zur Verbesserung der Undichtigkeiten war das permanente 
Verkleben der mittleren und unteren Ebenen. Hierfür wurden ein Abdichtungskleber 
aus Silikon sowie eine beidseitig klebende Acrylatfolie getestet. Beide Materialien 
zeigten in einer Zellviabilitätsstudie gute Zellverträglichkeiten (Daten nicht gezeigt) 
und ermöglichten die vollständige Abdichtung des Systems. Durch das permanente 
Verkleben wird die Reinigung des DynaMiTES deutlich erschwert, verbunden mit 
einem erhöhten Kontaminationsrisiko.  
 Einfluss auf die Zellkonfluenz und die Zellviabilität  
Die vorherigen Ergebnisse wurden für die Optimierung des Versuchsaufbaus genutzt. 
So wurde für die 72-stündige Kultivierung im DynaMiTES zur Sicherstellung einer 
optimalen Nährstoffversorgung der Endothelzellen eine Kultivierung im Standard-
medium EGM-2 im Zellkulturinkubator mit einem CO2-Gehalt von 5 % (V/V) einer 
Kultivierung in CO2-IDM unter luftatmosphärischen Bedingungen (0,04 % CO2) 
vorgezogen (Abschnitt 3.2.8.2). Durch größere Dichtungsringe in den seitlichen 
Hülsen und die Anwendung von Flussraten unter 0,33 ml/min wurden die 
Undichtigkeiten des DynaMiTES minimiert (Abschnitt 4.4.3.3). Traten dennoch 
Undichtigkeiten auf, wurde das betroffene System aus der Bewertung genommen. 
In den mikroskopischen Untersuchungen zeigten die konfluenten Zellmonolayer nach 
einer Kultivierung im DynaMiTES bei einer Flussrate von 0,03 ml/min ein 
heterogeneres Erscheinungsbild als die Kontrollzellen (Abbildung 32). Nach einer 
Kultivierung im DynaMiTES traten häufiger abgerundete Zellen auf. Zudem wurden 
bei den Monolayern im DynaMiTES vor allem nach einer dynamischen Kultivierung 
teilweise Zellüberwucherungen (Abbildung 32, F) festgestellt. Dieser Effekt könnte 
auf das höhere Nährstoffangebot bei einer dynamischen Kultivierung zurückzuführen 









Abbildung 32: Phasenkontrastmikroskopische Aufnahmen exemplarisch von jeweils zwei Zellkultureinsätzen mit 
hCMEC/D3 Zellen nach 72 h Kultivierung: statisch in der 12-Well-Zellkulturplatte (A+B), statisch im DynaMiTES 
(C+D), dynamisch (0,03 ml/min) im DynaMiTES (E+F) mit z. T. Zellüberwucherungen (F) 
Die Ergebnisse nach einer 72-stündigen Zellkultivierung im DynaMiTES sind in 
Tabelle 29 aufgelistet. Hierbei sind bei einem Vergleich der Zellen hinsichtlich ihrer 
Membranintegrität und der Zellzahl keine Unterschiede zwischen den unter-
schiedlichen Kultivierungsbedingungen erkennbar. Die mitochondriale Aktivität ist 
nach einer statischen Kultivierung im DynaMiTES leicht reduziert, was sich auf das 
geringere Volumen an Zellkulturmedium und damit einhergehend einen schnelleren 
Nährstoffverbrauch zurückführen lässt. Die höheren Standardabweichungen bei den 
Ergebnissen nach einer dynamischen Kultivierung bestätigen die heterogenen 









Tabelle 29: Zellzahlen, Zellviabilitäten (MTT-Assay) und Zellmembranintegritäten (Trypanblaufärbung) von 
hCMEC/D3 Zellen: statisch in der 12-Well-Zellkulturplatte (n = 4 – 8), statisch im DynaMiTES (n = 4 – 8) und bei 
einem Fluss von 0,03 ml/min im DynaMiTES (n = 4 – 8); die Prozentangaben beziehen sich auf die Kontroll-
zellen in den 12-Well-Zellkulturplatten. M ± SD 






    
72 h Kultivierung     
Statisch in 12-Well-Platte 100,0 ± 13,3  100,0 ± 6,4 100,0 ± 2,4 
Statisch im DynaMiTES 103,9 ± 7,2 74,7 ± 5,5  99,8 ± 4,5 
0,03 ml/min im DynaMiTES 105,5 ± 15,8 94,0 ± 21,3  97,9 ± 7,5 
 
 Einfluss auf die Zellumgebung und die Barriereintegrität 
Nach einer Kultivierung über 72 h wurden die Barriereeigenschaften der hCMEC/D3 
Zellen sowie der pH-Wert und die Temperatur des Mediums untersucht (Tabelle 30). 
Die Temperatur sowie der pH-Wert nach der statischen Zellkultivierung im 
DynaMiTES sind vergleichbar mit den Werten der herkömmlichen Kultivierung. 
Während der dynamischen Kultivierung im DynaMiTES verschob sich der pH-Wert in 
den schwach alkalischen Bereich, was auf einen unzureichenden CO2-Austausch hin-
deutet. Eine Ursache könnte sein, dass die gaspermeablen PTFE-Verbindungs-
schläuche zu den Spritzenpumpen zum Teil außerhalb der CO2-regulierten 
Atmosphäre verliefen.  
Die dynamische Kultivierung hatte keinen Effekt auf die Barriereintegrität der 
Endothelzellen, erkennbar an den unveränderten TEER-Werten. Die Permeations-
untersuchungen mit Natriumfluoreszein-Lösung wurden im Rahmen der Ko-
Kultivierung nach einer dynamischen Kultivierung durchgeführt (Abschnitt 4.4.3.6).  
Tabelle 30: Ergebnisse der Zellumgebung (pH, Temp.; n = 6 – 8) und Barriereintegrität (TEER; n = 5 – 8) von 
hCMEC/D3-Zellen nach 72 h Kultivierung; die Kultivierung erfolgte statisch in einer 12-Well-Zellkulturplatte 
(Kontrollzellen) sowie statisch bzw. dynamisch (0,03 ml/min) im DynaMiTES. M ± SD  
Kultivierungsbedingungen pH Temp. [°C] TEER [Ω · cm2] 
12-Well-Platte 7,5 ± 0,1 37,2 ± 0,2 8,4 ± 1,1 
DynaMiTES statisch 7,4 ± 0,0 37,1 ± 0,2 9,9 ± 2,5 
DynaMiTES dynamisch 7,7 ± 0,1 37,1 ± 0,2 9,1 ± 2,5 
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 Dynamische Ko-Kultivierung im DynaMiTES 
Nach einer Vorkultivierungszeit von vier Tagen wurde das Ko-Kulturmodell in das 
DynaMiTES eingeführt und statisch sowie dynamisch (0,03 ml/min) für 72 h 
kultiviert (Abschnitt 3.2.8.1). Trotz der Verwendung von transparenten PET-
Membranen war die mikroskopische Untersuchung bei dem Ko-Kulturmodell durch 
den beidseitigen Zellbewuchs der Membranen erschwert. Aus diesem Grund wurde 
die Konfluenz der jeweiligen Mono-Kulturen mikroskopisch untersucht und auf das 
Ko-Kulturmodell übertragen. Eine alternative Methode zur Untersuchung der 
Konfluenz wäre eine Zellkernfärbung, z. B. mit dem Fluoreszenzfarbstoff 
Hoechst 33342, wobei jedoch die identischen Monolayer anschließend nicht für 
weitere Untersuchungen eingesetzt werden könnten. 
Tabelle 31: TEER-Werte (n = 4 – 12) an Tag 4 und 7 sowie Permeationsdaten von NaF (n = 6 – 14) an Tag 7 von 
hCMEC/D3 und SVGmm (jeweils als Mono-Kultur und als Ko-Kultur) nach einer statischen und dynamischen 
(0,03 ml/min) Kultivierung über 72 h; M ± SD  
Kultivierungsbedingungen TEER 
[Ω · cm2] 
Flux  
J [· 10-4 µg/cm2 · s] 
Papp  
[· 10-6 cm/s] 
12-Well-Platte Tag 4    
hCMEC/D3  8,1 ± 1,2 - - 
SVGmm 5,7 ± 1,5 - - 
hCMEC/D3 + SVGmm  10,6 ± 1,4 - - 
12-Well-Platte Tag 7    
hCMEC/D3  8,2 ± 1,2 3,29 ± 0,53  13,16 ± 2,12 
SVGmm  18,6 ± 2,2 1,86 ± 0,32 7,42 ± 1,26 
hCMEC/D3 + SVGmm  17,8 ± 2,3 1,86 ± 0,38 7,46 ± 1,53 
DynaMiTES Tag 7    
hCMEC/D3 + SVGmm statisch  16,2 ± 3,7 1,66 ± 0,50 6,65 ± 2,01 
hCMEC/D3 + SVGmm dynamisch  21,3 ± 2,0 1,85 ± 0,59 7,38 ± 2,36 
Am vierten Tag befanden sich die TEER-Werte bei den Mono- und bei den Ko-
Kulturen in einem Bereich ≤ 10 Ω · cm2. Im Unterschied zu den Endothelzellen waren 
die Astrozyten zu diesem Zeitpunkt noch nicht vollständig konfluent. Bis zum siebten 
Tag stieg der TEER-Wert bei der Astrozyten-Mono-Kultur und bei der Ko-Kultur 




unabhängig von den Kultivierungsbedingungen deutlich an. Vergleichbar mit den 
Untersuchungen in Abschnitt 4.2.2 gab es zwischen den Ergebnissen der Astrozyten-
Mono-Kultur und der Ko-Kultur keine wesentlichen Unterschiede (Tabelle 31). Die 
Untersuchungen verdeutlichen, dass eine Ko-Kultivierung im DynaMiTES realisierbar 
ist und die Astrozytenzelllinie innerhalb des Zellkultursystems weiter proliferiert. Ein 
positiver Einfluss der dynamischen Kultivierung auf die Barriereintegrität des Ko-
Kulturmodells war nicht erkennbar. 
 Zellkultivierung im DynaMiTES ab der Einsaat 
Bei einer Zellkultivierung im DynaMiTES direkt ab der Einsaat (Abschnitt 3.2.8.3) 
proliferierten die zunächst vereinzelten Zellen zu einem Zellmonolayer. Innerhalb des 
DynaMiTES erfolgte die Zellproliferation deutlich langsamer, erkennbar an den 
niedrigeren Zellzahlen (Tabelle 32). Eine Beeinflussung der Zellviabilität hinsichtlich 
der Zellmembranintegrität war nicht zu erkennen. Die Endothelzellen zeigten nach 
der DynaMiTES-Kultivierung ein heterogenes Erscheinungsbild, bei dem sich 
teilweise noch lichte Stellen im Zellrasen befanden. Eine Darstellung der phasen-
kontrastmikroskopischen Aufnahmen befindet sich im Anhang 9.4. 
Tabelle 32: Zellzahl und Zellmembranintegrität (Trypanblaufärbung) von hCMEC/D3 an Tag 7 nach einer 
statischen Kultivierung in der 12-Well-Platte und im DynaMiTES ab der Einsaat (n = 5 – 7); M ± SD  
Kultivierungsbedingungen Zellzahl [· 10-5 Zellen/ml] 
Zellmembranintegrität  
[%] 
12-Well-Platte  13,8 ± 2,3 88,8 ± 2,5 
DynaMiTES statisch 5,9 ± 1,1 86,0 ± 2,1 
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 Zusammenfassende Diskussion zur Kultivierung von 
hCMEC/D3 Zellen im Cerebral DynaMiTES 
Durch den modularen Aufbau und das Einsteckprinzip des DynaMiTES ist eine 
Einsaat mit einer definierten Zelldichte unter herkömmlichen Versuchsbedingungen 
möglich. So lassen sich das dynamische Zellkultursystem und die 12-Well-
Zellkulturplatte unabhängig von der Einsaateffizienz vergleichen. Eine dynamische 
Kultivierung von subkonfluenten Zellmonolayern über einen Zeitraum von 24 h 
führte im Vergleich zu den Kontrollzellen zu einer verringerten Zellviabilität. Frühere 
Studien haben gezeigt, dass die Expression einiger Adhäsionsmoleküle mit der 
Zelldichte zusammenhängt (Stanley et al. 1995). Wahrscheinlich haben subkonfluente 
hCMEC/D3 Monolayer geringer ausgeprägte Zell-Matrix- und Zell-Zell-Interaktionen 
und sind dadurch anfälliger gegenüber den dynamischen Bedingungen im 
DynaMiTES. Zum Unterstützen der These könnte zukünftig der identische Versuchs-
aufbau unter statischen Bedingungen im DynaMiTES wiederholt werden. Als 
Konsequenz bezüglich der dynamischen Untersuchungsergebnisse wurden die Zellen 
für die meisten Untersuchungen bis zur Konfluenz vorkultiviert und anschließend in 
das dynamische Zellkultursystem eingesetzt. Siddharthan et al. untersuchten die 
dynamische Kultivierung von hCMEC/D3 Zellen in einer Flusskammer mit einem 
ähnlichen Steckprinzip für Snapwell™ Zellkultureinsätze. Die Zellen wurden unter 
herkömmlichen Bedingungen für 24 bis 36 h vorkultiviert, bevor sie anschließend in 
die Flusskammer überführt wurden (Siddharthan et al. 2007).  
Im Unterschied zu den Einstecksystemen ist die Einsaat bei den meisten 
mikrofluidischen Zellkultursystemen ein dynamischer Prozess, bei dem die Zell-
suspension über Verbindungsschläuche in das Zellsystem eingebracht wird. Die 
Herausforderung besteht darin eine definierte Zelldichte einzusäen, da diese die 
Zelleigenschaften beeinflusst (Kim et al. 2007; Stanley et al. 1995). Häufig folgte nach 
der Einführung der Zellsuspension eine statische Kultivierungszeit, um die Zell-
adhäsion zu ermöglichen. Die Dauer variierte abhängig vom Zelltyp, von der Zell-
dichte, den Oberflächeneigenschaften sowie vom Nährstoffverbrauch des Mediums 
zwischen 1 bis 24 h (Mannino et al. 2015; Reinitz et al. 2015; Bettinger et al. 2005; 
Hung et al. 2005) und mehreren Tagen (Brown et al. 2018; Partyka et al. 2017; 
DeStefano et al. 2017; Walter et al. 2016).  




Beißner et al. berichteten über eine gute Zellverträglichkeit nach einer dreistündigen 
Kultivierung des Hemicornea-Konstrukts im DynaMiTES unter Anwendung von 
Flussraten bis 0,15 ml/min (Beißner et al. 2016). Dieses Ergebnis wurde in der 
vorliegenden Arbeit insofern bestätigt, als dass Flussraten bis 3,33 ml/min bei einer 
dreistündigen Kultivierung der hCMEC/D3 Zelllinie im DynaMiTES zu keiner 
Einschränkung der Zellzahl und der Zellviabilität führten. Andere Ergebnisse lieferte 
die dynamische Kultivierung der hCMEC/D3 Zellen über einen Zeitraum von 24 h. Die 
geringste Flussrate wurde von den Endothelzellen gut vertragen, erkennbar an den 
unveränderten Zell- und Barriereeigenschaften, wohingegen die Flussraten 0,33 und 
3,33 ml/min zu einer starken Zellzahlreduzierung führten.  
Durch die Strömung des Mediums entlang der luminalen Endothelzelloberfläche wird 
eine Reibungskraft, die laminare Scherkraft, erzeugt (Rochfort und Cummins 2019). 
Diese ist proportional zur Viskosität des Mediums und zur Flussrate bzw. umgekehrt 
proportional zu Höhe und Breite des Kanals (Gleichung 3.1). Die untersuchten 
Flussraten führten im DynaMiTES zu Scherspannungen von 3,9 · 10-5 bis 3,9 · 10-3 Pa. 
Bei den höheren Flussraten ist die Zellzahlreduktion der Endothelzellen möglicher-
weise auf die resultierenden höheren Scherbeanspruchungen zurückzuführen. Es ist 
bekannt, dass steigende Scherspannungen bei adhärenten Säugetierzellen zu 
sinkenden Zellviabilitäten und Zellzahlen führen können (Suwannaphan et al. 2015; 
van Kooten et al. 1994; Kretzmer und Schügerl 1991). Die hCMEC/D3 Zelllinie wurde 
allerdings bereits in verschiedenen Zellkulturmodellen bei höheren Scherspannungen 
kultiviert (Partyka et al. 2017; Griep et al. 2013; Cucullo et al. 2011b). Das weist 
darauf hin, dass neben der Scherbeanspruchung noch weitere Faktoren, wie z. B. die 
Luftblasenbildung im Donor-Kompartiment, verantwortlich für die Zellzahlreduktion 
im DynaMiTES sind. Sung und Shuler beobachteten nach dem Auftreten von 
Luftblasen in ihrem mikrofluidischen Zellkultursystem µCCA veränderte Strömungs-
verhältnisse und ein Absterben der Zellen. Sie schlossen daraus, dass zum einen eine 
Unterversorgung mit Medium und zum anderen der direkte Kontakt mit den 
Luftblasen zum Zelltod geführt haben (Sung und Shuler 2009). Des Weiteren kann die 
ungleiche Verteilung der Luftblasen zu Druckunterschieden führen, die wiederum 
einen negativen Effekt auf die Zellen ausüben können (Schumacher et al. 2002). In 
der vorliegenden Arbeit wurden die Endothelzellen in der 12-Well-Zellkulturplatte 
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ohne Medium im Donor-Kompartiment kultiviert, um somit den Kontakt mit Luft 
nachzubilden. Der Zellmonolayer blieb mikroskopisch unverändert, was dafür 
spricht, dass die Zellzahlreduzierung nicht allein durch eine Unterversorgung mit 
Medium hervorgerufen wurde. Allerdings konnten mit diesem Ansatz weder das 
Vorhandensein einzelner Luftblasen noch die dynamischen Luft-Flüssigkeits-
Grenzflächen imitiert werden. Luftblasen stören die Strömungsverhältnisse im mikro-
fluidischen Kanal und führen zu instabilen Kultivierungsbedingungen (Zheng et 
al. 2010; Prakash und Gershenfeld 2007). Um einen negativen Einfluss von Luftblasen 
auszuschließen und die Kultivierungsbedingungen im DynaMiTES konstant zu halten, 
ist die Dichtigkeit des Zellkultursystems äußerst wichtig. Aus diesem Grund wurde 
für die nachfolgenden Langzeitkultivierungsstudien nur die geringste Flussrate unter-
sucht, bei der das System eine ausreichende Dichtigkeit aufwies. Des Weiteren wurde 
die Dichtigkeit des Systems durch die Verwendung eines größeren Dichtungsrings 
innerhalb der Hülsen deutlich verbessert. Zukünftig wäre es möglich Hülsen mit einer 
größeren Dichtungsaussparung herzustellen oder durch ein alternatives Dichtungs-
prinzip einen Einsatz der Hülsen zu umgehen. Ein weiterer kritischer Parameter ist 
der passgenaue Sitz der Silikonfolie. Der händische Zuschnitt und das Aufkleben der 
Folie führen häufig zu Ungenauigkeiten im Millimeterbereich. Um Abweichungen zu 
reduzieren, könnte eine Stanze das Zuschneiden der Silikonfolie vereinfachen. 
Kultivierungszeiten über 48 h führten im DynaMiTES häufig zu mikrobiologischen 
Kontaminationen. Ein Zusatz von Penicillin/Streptomycin ins Medium zeigte keine 
ausreichende Wirkung, was auf eine Resistenzbildung gegenüber den eingesetzten 
Antibiotika schließen lässt. Eine Zugabe von Gentamicin verhinderte eine 
Kontamination über einen Zeitraum von mindestens 72 h. Um Resistenzinduktionen 
und Verschleppungen von geringen mikrobiologischen Kontaminationen zu 
vermeiden, sind eine zuverlässig aseptische Arbeitsweise und die Verwendung 
steriler Ausgangsmaterialien entscheidend. Eine Desinfektion mit 70 %igem Ethanol 
konnte die Kontamination des DynaMiTES unter einer herkömmlichen 
Antibiotikazugabe nicht verhindern. Leclerc et al. berichteten ebenfalls von einem 
Kontaminationsrisiko nach einer aufeinanderfolgenden Spülung aus Ethanol (70 %), 
demineralisiertem Wasser und Zellkulturmedium (Leclerc et al. 2003).  




Für andere Mikrosysteme oder Schläuche wiederum erwies sich eine Reinigung mit 
70 %igem Ethanol als ausreichend, wobei die jeweiligen Inkubationszeiten variierten 
(Lee et al. 2006; Kim et al. 2007). Die Wasserdampf-Sterilisation eignet sich zwar gut 
für die Sterilisierung der mittleren Ebene des DynaMiTES, für die obere und untere 
Ebene ist sie hingegen nur bedingt geeignet, da die Elektrodenanschlüsse 
korrodierten. Möglicherweise könnten korrosionsinhibierende Zusätze in den 
Autoklaven die Korrosionsgeschwindigkeit reduzieren (Bertolotti und Hurst 1978; 
Holmlund 1965). Im Vergleich zur Wasserdampfsterilisation wurde die Sterilisation 
durch trockene Hitze für einen Zyklus gut vertragen und das Polymer sowie die 
Elektroden zeigten makroskopisch keine Veränderungen. Nachteilig bei diesem 
Verfahren sind der notwendige Zeit- und der damit verbundene hohe Energie-
aufwand. Geringere Sterilisationszeiten (16 h) sollten bei einer Sterilisations-
temperatur von 130 °C ebenfalls noch durchführbar sein. In zukünftigen Studien 
muss der Einfluss von Hitzesterilisationen auf die Materialien über mehrere Prozess-
zyklen untersucht werden.  
Die Beta- und Gamma-Strahlensterilisation der DynaMiTES-Ebenen führte zu makro-
skopischen Veränderungen des Polycarbonats. Diese werden durch Vernetzungs-
reaktionen und Kettenbrüche der Carbonatgruppe sowie die Bildung von nieder-
molekularen, flüchtigen Radiolyseprodukten wie Kohlenmonoxid, Kohlendioxid und 
Wasserstoff hervorgerufen (Melo et al. 2007; Hama und Shinohara 1970). Die 
strahleninduzierte Gelbfärbung ist auf die Bildung von Phenoxylradikalen 
zurückzuführen. Diese werden in der Polymermatrix gehalten und absorbieren Licht 
im sichtbaren Bereich (Araújo et al. 1998). Abgesehen von der Gelbfärbung wurde 
nach der Gamma-Strahlensterilisation makroskopisch keine Veränderung des 
Polycarbonats beobachtet. In der Literatur zeigten Studien, dass sich trotz der 
einsetzenden Gelbfärbung die mechanischen Materialeigenschaften häufig erst bei 
Dosen von 50 bis 100 kGy verändern (Domininghaus et al. 2012; Melo et al. 2007; 
Araújo et al. 1998). Neben der Verwendung spezieller Tinte zur Farbkompensation 
gibt es die Möglichkeit ins Polymer verschiedene Stabilisatoren einzubauen 
(Sastri 2014; Clough et al. 1996). Im Unterschied zur Wirkung der Gamma-
Strahlensterilisation wurden zusätzliche Mikrorisse nach der Beta-Strahlen-
sterilisation im zusammengebauten DynaMiTES beobachtet.  
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Die pH-Untersuchungen verdeutlichen, dass sich der pH-Wert ohne einen möglichen 
CO2-Austausch im DynaMiTES in den leicht alkalischen Bereich von 7,7 verschiebt. 
Dieser Bereich wird von vielen Säugetierzellen noch gut vertragen. Mackenzie et al. 
stellten dar, dass immortalisierte HeLa Zellen und Chang Leberzellen, sowie frisch 
isolierte Zellen aus der Leber und der Skelettmuskulatur von Ratten eine maximale 
Wachstumsrate innerhalb eines pH-Bereichs von 7,38 bis 7,87 aufweisen (Mackenzie 
et al. 1961). Eagle et al. stellten fest, dass die wenigsten Zelltypen bei einem pH von 
über 8 überleben, betonten aber gleichzeitig auch die individuellen Unterschiede der 
Säugetierzellen. Zudem haben einige spezialisierte Zellfunktionen ein pH-Optimum, 
das nicht zwangsläufig mit dem Optimum für das Zellwachstum übereinstimmt 
(Eagle 1973). Morshed und McMartin beispielsweise stellten eine pH-Abhängigkeit 
des TEER-Wertes nach einem Mediumwechsel fest, bei dem der optimale pH-Bereich 
bei 7,0 – 7,8 für HPT-Zellen liegt (Morshed und McMartin 1995). Um in der 
vorliegenden Arbeit einer Verschiebung des pH-Wertes in den alkalischen Bereich 
vorzubeugen, wurde während der Langzeitkultivierung die obere Ebene durch einen 
gaspermeablen Verschluss ausgetauscht. Das hatte zusätzlich den Vorteil, dass die 
Endothelzellen in ihrem Standardmedium EGM-2 kultiviert werden konnten. 
Die Untersuchungen zeigten bei einer statischen bzw. dynamischen Kultivierung 
(0,03 ml/min) im DynaMiTES über einen Zeitraum von 72 h keinen Einfluss auf die 
Zellzahl und die Zellviabilität der Endothelzellen. Ebenso blieben die hCMEC/D3 
Zellen unter Flussbedingungen morphologisch unverändert. Sie wiesen keine 
Elongation auf, wie es häufig bei Endothelzellen beobachtet wurde (Hur et al. 2012; 
Young und Simmons 2010; Noria et al. 2004). Dieses Ergebnis bestätigt vorherige 
Studien, die beschrieben, dass mikrovaskuläre Endothelzellen des Gehirns keinen 
klassischen Übergang von einer kubischen zu einer spindelförmigen Morphologie 
unter Scherbeanspruchung durchlaufen. Die Zellen richten sich, im Gegensatz zu 
vaskulären Endothelzellen anderer Organe, nicht nach der Flussrichtung aus und die 
Aktinfasern sind weiterhin zufällig in den Zellen orientiert, was auf einen nicht 
stattfindenden Umbau des Zytoskeletts hindeutet (DeStefano et al. 2017; Reinitz et 
al. 2015; Ye et al. 2014). Auf diese Weise gewährleisten die zerebralen Endothel-
zellen, dass die Länge der Tight Junctions pro Kapillarlängeneinheit und somit der 
parazelluläre Transport ins Gehirn minimiert sind (Ye et al. 2014). Allerdings wurden 




im DynaMiTES, verglichen mit der genannten Literatur, größere Kanaldimensionen 
und geringere Flussraten eingesetzt. Die Größe der Kanäle ist ein entscheidender 
Faktor bei der Untersuchung von morphologischen Veränderungen. Gray et al. 
beobachteten beispielsweise anhand von bovinen Endothelzellen aus der Aorta eine 
zunehmende Elongation bei einer verringerten Kanalweite. Wurden die Zellen 
hingegen in Kanälen mit einer Weite von 225 µm statisch kultiviert, wurde kein 
Unterschied zu den Kontrollzellen festgestellt (Gray et al. 2002). Somit kann die 
fehlende Elongation der Endothelzellen in der vorliegenden Arbeit auf den zerebralen 
Ursprung sowie auf die Kanalweite von 15 mm zurückgeführt werden. 
Nach einer Kultivierung im DynaMiTES wurde mikroskopisch ein heterogenes 
Erscheinungsbild der Monolayer festgestellt, bei dem z. T. Zellüberwucherungen oder 
Zellabrundungen auftraten. Diese Heterogenität könnte auf variierende kleine 
Luftblasenbildungen im System zurückzuführen sein. Obwohl bei der Langzeit-
untersuchung die Zellkultursysteme eine ausreichende Dichtigkeit aufwiesen, traten 
im Donor-Kompartiment zum Teil kleine Luftblasen auf. Die Aufnahme von Luft 
wurde wahrscheinlich durch die gaspermeablen PTFE-Schläuche verursacht, die aus 
technischen Gründen teilweise außerhalb des Inkubators verliefen. Vor allem bei den 
längeren Kultivierungszeiten von 72 h spielte dieser Effekt eine Rolle, da die 
Luftblasen ausreichend Zeit hatten, sich zu entwickeln. Um einer Gasbildung 
vorzubeugen, sollte zukünftig mit gasimpermeablen Schläuchen gearbeitet werden. 
Neben den Zelleigenschaften war die Entwicklung der Barriereeigenschaften unter 
Flussbedingungen von besonderem Interesse. Flussraten von 0,03 bis 3,33 ml/min 
über einen Zeitraum von 3 h sowie die Flussrate von 0,03 ml/min über 72 h führten 
bei der hCMEC/D3 Zelllinie zu keiner Veränderung der TEER-Werte. Möglicherweise 
ist dieses Ergebnis auf die relativ geringe Scherspannung zurückzuführen, die sich 
mit einer Scherspannung von 3,9 · 10-5 Pa unter den physiologischen Bedingungen 
(0,3 – 2 Pa) befindet (van der Helm et al. 2016a). 
Die Ko-Kulturexperimente bestätigten, dass eine Kultivierung von Endothelzellen und 
Astrozyten im DynaMiTES möglich ist. Die Permeationskoeffizienten und die TEER-
Werte sind vergleichbar mit den Werten der Kontrollzellen und den Permeations-
daten von Eigenmann et al., die bei ihren Permeationsuntersuchungen 24-Well-
Zellkultureinsätze von Corning® mit 3 µm Porengröße verwendet haben (Eigenmann 
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et al. 2013). Allerdings führte die dynamische Ko-Kultivierung gegenüber der 
statischen Kultivierung zu keiner Verbesserung der Barriereintegrität. Dies korreliert 
mit den vorherigen Ergebnissen der statischen Ko-Kultivierung (Abschnitt 4.2.2) 
sowie der dynamischen Mono-Kultivierung (Abschnitt 4.4.2 und 4.4.3). 
Erste Versuche zeigten, dass eine Kultivierung der Endothelzellen im DynaMiTES 
auch direkt nach der Einsaat möglich ist. Die Proliferationsfähigkeit der Endothel-
zellen scheint im DynaMiTES herabgesetzt zu sein, da die Zellzahl am siebten Tag um 
mehr als die Hälfte reduziert war. Dieses Ergebnis muss zukünftig durch weitere 
Versuche reproduziert werden. Für einen besseren Vergleich der Proliferationsraten 
können Wachstumsanalysen im DynaMiTES und in der 12-Well-Zellkulturplatte 
durchgeführt werden. 
  




4.5 Kultivierung weiterer Zelllinien im DynaMiTES 
Um eine vielseitige Anwendbarkeit des dynamischen Zellkultursystems zu unter-
suchen, wurden die murine Endothelzelllinie cEND, die humane Epithelzelllinie 
Caco-2 und die canine Epithelzelllinie MDCK im DynaMiTES kultiviert und der 
Einfluss auf die Zelleigenschaften untersucht. Nach einer statischen Kultivierung der 
murinen Endothelzellen im DynaMiTES waren die Barriereintegrität und die 
Zellkonfluenz unverändert (Tabelle 33). Die Zellen wurden darüber hinaus bei 
Flussraten von 0,03 bis 3,33 ml/min für 3 h und bei einer Flussrate von 0,03 ml/min 
für 24 h kultiviert und anschließend analysiert. Analog zu den hCMEC/D3 Zellen 
(Abschnitt 4.4.2) wurden keine Veränderungen der Zelleigenschaften hinsichtlich der 
Zellviabilität, der Zellzahl oder der Zellmorphologie ermittelt (Daten nicht gezeigt). 
Die Epithelzelllinien Caco-2 und MDCK wiesen nach einer statischen Kultivierung im 
DynaMiTES eine deutliche Reduktion der TEER-Werte auf (Tabelle 33). Zudem 
bildeten sich in den MDCK Monolayern teilweise Löcher. Die Zellkonfluenz der Caco-2 
Zellen war aufgrund ihres heterogenen Erscheinungsbildes schwerer zu beurteilen, 
aber auch hier wurden mikroskopisch partielle Ablösungen beobachtet. Ein 
exemplarischer Versuch mit retinalen Pigment-Epithelzellen (ARPE-19) zeigte, dass 
eine Kultivierung von Epithelzellen im DynaMiTES generell auch ohne eine 
Schädigung der Zellmonolayer möglich ist (Daten nicht gezeigt). Allerdings lagen bei 
diesem Versuch alle TEER-Werte der ARPE-19 Zellen mit 29,0 ± 1,7 Ω · cm2 unter 
ihren herkömmlichen TEER-Werten. Weiterführende Untersuchungen werden in den 
folgenden Abschnitten mit der Zelllinie MDCK durchgeführt. 
Tabelle 33: TEER-Werte nach einer statischen Kultivierung im DynaMiTES für 3 h: cEND (n = 4), Caco-2 (n = 6) 
und MDCK (n = 15 – 42); die Prozentangaben beziehen sich auf die statische Kultivierung der jeweiligen Zelllinie 
in den 12-Well-Platten. Die MDCK-Versuche wurden zum Teil mit den Prototypen 1 – 4 durchgeführt. M ± SD 
Zelllinien 12-Well-Platte DynaMiTES  TEER [Ω · cm2] TEER [Ω · cm2] 
 
   
cEND 26,6 ± 2,8 25,2 ± 2,3 
Caco-2  932,8 ± 88,9 298,3 ± 79,6 
MDCK 4490,4 ± 1739,2 1366,5 ± 946,3 
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 Konfluenz der MDCK Zellen 
Nach der Kultivierung im DynaMiTES wiesen die MDCK Zellen unabhängig von den 
Flussbedingungen teilweise kreisrunde Ablösungen und Löcher auf (Abbildung 33). 
Für eine mikroskopische Untersuchung in Echtzeit wurden einige statische Versuche 
mit den transparenten unteren DynaMiTES-Ebenen durchgeführt. Diese Versuche 
bestätigten die Ausbildung von Zellablösungen, die sich mit zunehmender 
Kultivierungszeit verstärkten. Für diesen Versuchsaufbau wurden die Zellen im 
DynaMiTES unter dem Mikroskop bei Raumtemperatur (23 ± 2 °C) kultiviert. Ein 
möglicher negativer Effekt der Temperatur wurde durch die Kontrollzellen 
ausgeschlossen. 
 
Abbildung 33: Phasenkontrastmikroskopische Aufnahmen von MDCK Monolayern nach einer statischen 
Kultivierung im DynaMiTES für 3 h: keine Veränderungen (A), Andeutung kreisrunder Ablösungen (B),  








 Zell- und Barriereeigenschaften der MDCK Zellen 
Nach einer Kultivierung im DynaMiTES nahm die Barriereintegrität der Epithelzellen 
deutlich ab, erkennbar an den niedrigen TEER-Werten und den hohen Permeations-
koeffizienten (Tabelle 34). Die hohen Standardabweichungen der TEER-Werte und 
Permeationskoeffizienten sind durch die unterschiedlich ausgeprägten Ablösungs-
tendenzen im Monolayer zu erklären. Unterschiede abhängig von den untersuchten 
Flussbedingungen konnten nicht festgestellt werden. Auch eine verlängerte 
Kultivierungszeit führte zu keiner Regeneration des TEER-Wertes, erkennbar daran, 
dass die niedrigsten TEER-Werte nach 24 h ermittelt wurden. Die Zellzahlen 
befanden sich nach einer Kultivierung im DynaMiTES alle in einem Bereich über 80 % 
bezogen auf die Kontrollzellen. Mit Ausnahme der höchsten Flussrate wurde mit 
steigender Flussrate eine geringere Zellzahl beobachtet (Tabelle 34).  
Tabelle 34: Zell- und Barriereeigenschaften der MDCK Zellen nach einer Kultivierung von 3 und 24 h: TEER 
(n = 8 – 42), Papp von Natriumfluoreszein (250 µg/ml; n = 8 – 42), Zellzahl (n = 6 – 44) und Zellmembranintegrität 
mittels Trypanblaufärbung (n = 4 – 23); die Prozentangaben beziehen sich auf die Kontrollzellen in den 12-Well-
Zellkulturplatten. Die 24 h-Versuche wurden mit den DynaMiTES Prototypen 1 – 4 durchgeführt. M ± SD 
Kultivierungsbedingung TEER  
[%] 
Papp  





3 h Kultivierung      
Statisch in 12-Well-Platte 100,0 ± 7,3 0,37 ± 0,42 100,0 ± 9,7  100,0 ± 1,6 
Statisch im DynaMiTES    35,6 ± 22,4 3,79 ± 7,73   93,1 ± 22,9 99,8 ± 2,6 
0,03 ml/min im DynaMiTES    41,3 ± 22,2 1,28 ± 1,03   92,4 ± 14,2 99,9 ± 0,6 
0,33 ml/min im DynaMiTES   30,1 ± 27,9 3,36 ± 4,10   90,3 ± 12,3  101,7 ± 0,8 
0,66 ml/min im DynaMiTES   50,9 ± 38,7 7,57 ± 8,68  81,9 ± 2,6  100,6 ± 0,9 
3,33 ml/min im DynaMiTES   31,1 ± 23,5 4,62 ± 6,07   86,8 ± 20,1  100,2 ± 1,5 
24 h Kultivierung     
Statisch in 12-Well-Platte    100,0 ± 10,3 0,42 ± 0,36 100,0 ± 8,6  100,0 ± 0,8 
Statisch im DynaMiTES    27,5 ± 21,2 1,63 ± 2,51   93,0 ± 21,6 98,9 ± 0,8 
0,03 ml/min im DynaMiTES    9,0 ± 1,9 0,44 ± 0,19   97,8 ± 17,1 98,9 ± 1,5 
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 TEER-Verlauf der MDCK Zellen im DynaMiTES  
Zur weiteren Analyse wurde der TEER-Verlauf der Epithelzellen während der 
statischen Kultivierung mit Hilfe der DynaMiTES-Elektroden ermittelt. Die Kontroll-
zellen wurden unter den gleichen Bedingungen in der 12-Well-Zellkulturplatte mit 
der STX2®-Elektrode vermessen. Nach dem Mediumwechsel und dem Transfer in 
eine neue 12-Well-Zellkulturplatte stieg der TEER-Wert der Kontrollzellen zunächst 
leicht an, bevor er sich im Laufe der Kultivierungszeit wieder nivellierte. Der 
Ausgangswert im DynaMiTES war vergleichbar mit den Werten der Kontrollzellen. 
Nach wenigen Minuten kam es im DynaMiTES zu einem Abfall der TEER-Werte bis 
zur Plateaubildung ab Minute 180. Die hohen Standardabweichungen verdeutlichen 
die Heterogenität der Ergebnisse. Nach dem Herausnehmen aus dem DynaMiTES 
sank der TEER weiter auf 559 ± 310 Ω · cm2 und regenerierte sich nach 20 min auf 
937 ± 667 Ω · cm2. Die unbesiedelten Zellkultureinsätze wiesen TEER-Werte von 
61 ± 30 Ω · cm2 im DynaMiTES auf (Abbildung 34).  
 
Abbildung 34: TEER-Verlauf von MDCK Zellen nach einer statischen Kultivierung im DynaMiTES im Vergleich zu 
den Kontrollzellen in der 12-Well-Zellkulturplatte; die gestrichelte Linie repräsentiert die TEER-Werte nach dem 
Herausnehmen aus dem DynaMiTES gemessen mit der STX2-Elektrode. Zusätzlich wurden die TEER-Werte von 


























 Zusammenfassende Diskussion zur Kultivierung von weiteren 
Zelllinien im DynaMiTES  
Neben den hCMEC/D3 Zellen wurden drei weitere Zelllinien, die murine Endothel-
zelllinie sowie die humane und canine Epithelzelllinie, im DynaMiTES kultiviert. Die 
murine Endothelzelllinie ließ sich analog zur humanen Endothelzelllinie statisch 
sowie dynamisch im DynaMiTES kultivieren. Anders verhielt es sich bei den Caco-2 
und MDCK Zellen. Aufgrund ihrer ausgeprägten Barriereintegrität werden beide 
Zelllinien häufig in Permeationsstudien eingesetzt und dienen teilweise auch als 
Surrogat-Modell für die Blut-Hirn-Schranke (Hellinger et al. 2012; Hidalgo 2001). Die 
Kultivierung dieser Zelllinien im DynaMiTES führte zu einem deutlichen Abfall des 
TEER-Wertes, der zum Teil mit einer starken Beeinträchtigung des Monolayers in 
Form von leichten bis starken Ablösungen und Lochbildungen einherging. Besonders 
ausgeprägt war dieser Effekt bei den MDCK Zellen, weshalb sie für weiterführende 
Untersuchungen verwendet wurden.  
Die Veränderungen der MDCK Monolayer traten unabhängig von den Fluss-
bedingungen innerhalb von 3 h auf. Der Integritätsverlust wurde durch eine Senkung 
des TEER-Wertes und eine Steigerung des Permeationskoeffizienten deutlich. Auch 
bei mikroskopisch scheinbar unveränderten Monolayern wurde teilweise eine 
Reduktion des TEER-Wertes ermittelt. Waren keine mikroskopischen Veränderungen 
oder nur leichte Ablösungstendenzen zu erkennen, kam es im Anschluss unter einer 
herkömmlichen Kultivierung häufig zu einer Regeneration des TEER-Wertes. Des 
Weiteren verdeutlichte die mikroskopische Untersuchung über den gesamten 
Kultivierungszeitraum, dass die Monolayer direkt nach dem Einsetzen ins DynaMiTES 
noch intakt waren, jedoch kurze Zeit später (noch vor dem Herausnehmen) Ver-
änderungen auftraten. Eine konkrete Ursache für die aufgetretene Ablösungstendenz 
der MDCK Zellen ließ sich nicht ermitteln. Es zeigte sich, dass die verschiedenen 
Zelllinien auf eine Kultivierung im DynaMiTES unterschiedlich reagierten. Bei den 
untersuchten Zelllinien zeigten die Zellen mit geringeren TEER-Werten (≤ 30 Ω · cm2) 
eine gute Verträglichkeit, wohingegen die Zellen mit höheren initialen TEER-Werten 
(≥ 900 Ω · cm2) einem ausgeprägten Integritätsverlust unterlagen. Die Kultivierungen 
von weiteren barriereformenden Zelllinien mit unterschiedlichen TEER-Werten ist 
erforderlich, um weitergehende Aussagen treffen zu können.  
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4.6 Einflussfaktoren des DynaMiTES auf die Barriereintegrität von 
MDCK Zellen 
Zur Charakterisierung verschiedener Einflussfaktoren des DynaMiTES auf die 
Zellbarriere wurde die MDCK Zelllinie verwendet. Es wurden Kultivierungs-
bedingungen, Druck- und Luftverhältnisse, mechanische Belastungssituationen, die 
Elektroden sowie der DynaMiTES-Aufbau und die Dichtungsringe untersucht. Um 
festzustellen, inwiefern das Zellkulturmedium die TEER-Werte der Epithelzellen 
beeinflusst, wurden die Zellen sowohl im MDCK-Medium unter 5 % CO2-Zufuhr im 
DynaMiTES als auch im CO2-unabhängigen Puffer KRB und in CO2-IDM jeweils unter 
atmosphärischen Bedingungen statisch für 3,5 h kultiviert. Es stellte sich heraus, dass 
die Zellen unabhängig von den Kultivierungsvariationen nach der DynaMiTES-
Kultivierung einem TEER-senkenden Effekt unterlagen (Tabelle 35). Als nächstes 
wurde sichergestellt, dass dieser Effekt nicht durch schädliche Verbindungen in den 
Medien ausgelöst wurde. So wurde das MDCK-Medium einmal in Anwesenheit und 
einmal in Abwesenheit der Zellen für jeweils 3 h im DynaMiTES inkubiert. In Analogie 
zu den Ergebnissen in Tabelle 34 sank der TEER-Wert der MDCK Zellen deutlich ab. 
Beide Medienproben wurde anschließend zur Weiterkultivierung neuer MDCK Zellen 
in einer 12-Well-Zellkulturplatte verwendet und der TEER-Wert analysiert. Da weder 
nach 2 h (Tabelle 35) noch nach 24 h (Daten nicht gezeigt) Veränderungen des TEER-
Wertes oder des Monolayers auftraten, ist ein negativer Einfluss auf die Barriere 
durch Herauslösungen ins Medium unwahrscheinlich. 
Während der statischen Kultivierung im DynaMiTES bildeten sich im Donor-
Kompartiment teilweise kleine Luftblasen am Rand des Kanals. Diese wurden 
möglicherweise durch die gaspermeablen PTFE-Schläuche sowie die Undichtigkeiten 
des Systems herbeigeführt. Aus diesem Grund wurde der Einfluss von Luft auf die 
Barriereeigenschaften der Zellen untersucht. Die Epithelzellen wurden hierfür für 3 h 
sowie für 48 h ohne Medium im Donor in einer 12-Well-Zellkulturplatte kultiviert. 
Nach 3 h war eine intakte Barriere mit TEER-Werten über 85 % erkennbar. Nach 48 h 
zeigte sich eine deutliche Reduzierung des TEER-Wertes auf unter 50 %, der sich 
nach einer weiteren Kultivierung von 4 h unter herkömmlicher Versorgung wieder 
vollständig regenerierte. Mikroskopisch gesehen blieben alle Monolayer unversehrt. 
Die Untersuchungen belegen, dass ein kurzzeitiger Luftkontakt von 3 h keinen 




Einfluss auf die Barriereeigenschaften hat. Auch ein Einfluss unterschiedlicher 
Füllstände und Druckverhältnisse im DynaMiTES wurde untersucht, indem die Zellen 
einmal ohne Medium im Donor-Kompartiment und einmal ohne Medium im 
Akzeptor-Kompartiment statisch kultiviert wurden. Beide Varianten führten zu einer 
vergleichbaren TEER-Senkung. Ebenso zeigte eine vollständige Füllung beider 
Kompartimente bei gleichzeitiger Kultivierung des DynaMiTES auf der oberen Ebene, 
also 180° um die horizontale Achse gedreht, keinen Unterschied gegenüber den 
herkömmlichen Kultivierungsbedingungen (Tabelle 35). 
Tabelle 35: Einflussfaktoren auf die Barriereintegrität von MDCK: unterschiedliche Kultivierungsmedien (n = 3), 
Herauslösungen ins Medium (n = 3), Luftkontakt (n = 3 – 10), Füllstände (n = 2 – 3), Kultivierungsausrichtung 
(n = 14 – 18) und Kanalhöhe (n = 2 – 4); sofern nicht anders vermerkt wurde das MDCK-Medium verwendet. Die 
Prozentangaben beziehen sich auf die jeweiligen Kontrollzellen in den 12-Well-Zellkulturplatten. Fett gedruckte 
Zahlen markieren TEER-Werte unter 80 %. M ± SD 
Einflussfaktoren  TEER [%]  
Kontrolle 
TEER [%]  
DynaMiTES 
Medium   
DynaMiTES 3,5 h in CO2-IDM 100,0 ± 3,5 51,8 ± 23,9 
DynaMiTES 3,5 h in MDCK-Medium  100,0 ± 6,3 43,6 ± 24,7 
DynaMiTES 3,5 h in KRB  100,0 ± 2,2 21,9 ± 4,3 
Herauslösungen nach 3 h   
DynaMiTES Blank-Medium in 12-Well-Platte 100,0 ± 13,3 102,3 ± 5,0 
DynaMiTES Zell-Medium in 12-Well-Platte  100,0 ± 6,7 104,1 ± 10,5 
Luftkontakt und Füllstände   
12-Well-Platte ohne Donor 3 h 100,0 ± 10,6 87,5 ± 19,6 
12-Well-Platte ohne Donor 48 h 100,0 ± 18,2 46,0 ± 6,0 
DynaMiTES ohne Donor 3 h 100,0 ± 3,5 50,7 ± 22,5 
DynaMiTES ohne Akzeptor 3 h  100,0 ± 3,5 39,0 ± 2,6 
DynaMiTES um 180° gedreht 3 h  100,0 ± 1,9 45,7 ± 34,2 
Kultivierungsausrichtung    
DynaMiTES invers 3 h  100,0 ± 6,0 27,6 ± 27,1 
DynaMiTES normal 3 h  100,0 ± 6,6 41,9 ± 35,6 
Kanalhöhe   
DynaMiTES invers 3 h mit 1 mm dicker 
Dichtungsfolie (statt 0,5 mm)  100,0 ± 11,5 29,4 ± 21,9 
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Zur Untersuchung der Kultivierungsausrichtung wurden die Zellen normal und invers 
eingesät, vorkultiviert und anschließend für 3 h statisch im DynaMiTES kultiviert. Die 
Epithelzellen zeigten in der normalen und in der inversen Kultivierungsausrichtung 
einen TEER-senkenden Effekt mit hohen Standardabweichungen, wobei die normal 
kultivierten Zellen leicht höhere TEER-Werte aufwiesen. Zusätzlich wurde durch die 
Verwendung einer dickeren Dichtungsfolie zwischen der mittleren und unteren 
Ebene der Abstand zwischen den Zellen und dem Kanalboden erhöht und somit eine 
größere Kanalhöhe imitiert. Der größere Zell-Kanal-Abstand wirkte sich allerdings 
nicht auf den TEER-Wert der Zellen aus (Tabelle 35).  
Tabelle 36: Einflussfaktoren auf die Barriereintegrität von MDCK: Einsetzen ins DynaMiTES und Herausnehmen 
(n = 6 – 10), 20-maliges Hoch- und Heruntersetzen in die 12-Well-Zellkulturplatte (n = 4), Drücken (n = 3) und 
Fallenlassen des Zellkultureinsatzes (n = 3 – 8); als Kontrolle diente der TEER-Wert, der unmittelbar vor der 
mechanischen Belastung in der 12-Well-Zellkulturplatte ermittelt wurde, und die Regenerationszeit betrug 5 min. 
Fett gedruckte Zahlen markieren TEER-Werte unter 80 %. M ± SD; (i) = invers eingesät; (n) = normal eingesät 
Einflussfaktoren TEER [%] 
 vorher nachher Regeneration 
    
Einsetzen und Herausnehmen     
1x in 12-Well-Platte 100,0 ± 10,2 91,8 ± 18,0 98,5 ± 12,3 
1x in DynaMiTES 100,0 ± 13,0 81,3 ± 24,1 102,5 ± 31,5 
3x in DynaMiTES 100,0 ± 11,3 54,4 ± 22,6 77,2 ± 22,4 
6x in DynaMiTES 100,0 ± 8,0 37,3 ± 22,5 45,3 ± 24,7 
Mechanische Belastung     
Zellkultureinsatz (i) 20x in 12-Well-Platte 100,0 ± 1,3 83,3 ± 16,4 84,9 ± 17,9 
Zellkultureinsatz (i) gedrückt 100,0 ± 15,5 101,3 ± 25,1 101,3 ± 36,5 
Zellkultureinsatz (i) auf Seite gefallen 100,0 ± 2,1 83,6 ± 25,0 97,1 ± 12,4 
Zellkultureinsatz (i) auf Membran gefallen 100,0 ± 6,4 45,6 ± 23,9 62,7 ± 36,0 
Zellkultureinsatz (n) auf Membran gefallen  100,0 ± 6,1 100,1 ± 1,7 105,4 ± 2,4 
 
Für die Kultivierungsversuche im DynaMiTES (Abschnitt 4.5) wurden die Zellen 
üblicherweise einmal eingesetzt und wieder herausgenommen, wobei ein Zeitabstand 
von mehreren Stunden zwischen diesen beiden Prozessen lag. Dieses Umsetzen der 
Zellen könnte ein möglicher Stressfaktor für sie sein und Einfluss auf ihre Barriere-
eigenschaften nehmen. Die Tabelle 36 zeigt, dass das einmalige Einsetzen und 
Herausnehmen aus dem DynaMiTES zu einer leichten Reduzierung des TEER-Wertes 




führte, der sich innerhalb von 5 min vollständig regenerierte. Je häufiger ein 
Zellkultureinsatz hintereinander eingesetzt und wieder herausgenommen wurde, 
desto größer war die TEER-Senkung und geringer die TEER-Regeneration. Als 
Vergleich dienten Kontrollzellen in einer 12-Well-Zellkulturplatte, die einmalig in 
eine neue 12-Well-Zellkulturplatte überführt wurden.  
Um außerdem mögliche Druckeffekte auf die Epithelzellen nachzuempfinden, wurden 
verschiedene mechanische Belastungen auf den Zellkultureinsatz ausgeübt. Bei den 
verschiedenen Belastungssituationen bewirkte nur ein direkter Fall auf den Zellrasen 
eine TEER-Senkung unter 50 % (Tabelle 36). Mikroskopisch wurde hingegen keine 
Veränderung der Zellmonolayer beobachtet. Möglicherweise war die Dauer der 
verschiedenen Belastungen (z. B. das einmalige Drücken des Zellkultureinsatzes) zu 
kurz, um einen Effekt auf die Zellen feststellen zu können. 
 Variationen der DynaMiTES-Kultivierung unter Beteiligung 
einzelner Ebenen 
Um den Einfluss der einzelnen DynaMiTES-Ebenen auf den TEER-Abfall zu unter-
suchen, wurden die Epithelzellen in der mittleren Ebene unter verschiedenen 
Konstellationen kultiviert: ohne die obere und untere Ebene (Abbildung 35, A), ohne 
die untere Ebene (Abbildung 35, B) und ohne die obere Ebene (nicht dargestellt).  
  
Abbildung 35: Kultivierungsvariationen A) ohne die untere Ebene und B) ohne die obere und untere Ebene 
Diese Variationen wurden mit einer Kultivierung in der 12-Well-Zellkulturplatte und 
im vollständig zusammengebauten DynaMiTES verglichen. Die Untersuchungen 
ergaben, dass eine Zellkultivierung im DynaMiTES unter Verwendung der mittleren 
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und unteren Ebene einen vergleichbaren TEER-senkenden Effekt verursacht wie das 
vollständig zusammengebaute DynaMiTES. Ohne die Beteiligung der unteren Ebene 
(also bei einer Kultivierung ausschließlich in der mittleren Ebene oder in der 
mittleren und oberen Ebene) war die TEER-Wertsenkung geringer ausgeprägt. 
Wurde der Zellkultureinsatz in das DynaMiTES nur halb und ohne die Überwindung 
des größten Widerstands eingesetzt, lag der TEER-Wert auch nach 3 h in einem 
Bereich über 85 %. Diese Ergebnisse sprechen dafür, dass die TEER-Senkung durch 
das untere Drittel der mittleren Ebene hervorgerufen und durch die Anwesenheit der 
unteren Ebene verstärkt wird (Abbildung 36).  
 
Abbildung 36: TEER-Werte von MDCK Zellen nach einer Kultivierung unter verschiedenen Bedingungen: 
Zellkultureinsatz halb ins DynaMiTES eingesetzt (n = 3), vollständig ins DynaMiTES eingeführt (n = 12) und in 
verschiedenen Kombinationen der Ebenen (n = 8 – 10) eingesetzt; die Werte sind in Prozent dargestellt und 
beziehen sich auf die Kontrollzellen in der 12-Well-Platte (n = 13). M ± SD  
In einem weiteren Versuch wurden die Zellen erst auf die PET-Membran ausgesät, 
nachdem der Zellkultureinsatz schon in der mittleren Ebene eingesetzt war. Die 
Endothelzellen wurden für vier Tage in der mittleren Ebene kultiviert. Anschließend 
wurden sie entweder herausgenommen und analysiert oder in der mittleren Ebene 
belassen. Im letzteren Fall wurde die mittlere Ebene mit Hilfe der anderen beiden 
Ebenen zum DynaMiTES zusammengebaut und der kurzzeitige bzw. 3-stündige Ein-
fluss des vollständig zusammengebauten DynaMiTES untersucht (Abschnitt 3.2.8.3). 
Auch bei diesem Versuchsaufbau zeigte die Kultivierung in der mittleren DynaMiTES-





























Das bedeutet, dass auch ohne die Durchführung des Einsetzprozesses die 
Barriereintegrität der Zellen deutlich geschwächt wird. Außerdem lässt sich durch 
die Abwesenheit der oberen und unteren Ebene ein negativer Einfluss der Elektroden 
ausschließen. Der folgende Zusammenbau der mit Zellen vorkultivierten mittleren 
Ebene zum DynaMiTES führte nach 3 h zu einer zusätzlichen TEER-Senkung, 
wohingegen das kurzzeitige Zusammenbauen zum DynaMiTES keinen weiteren 
Effekt ausübte (Tabelle 37).  
Tabelle 37: TEER-Werte von MDCK Zellen nach verschiedenen Kultivierungsvariationen; die Zellen wurden für 
4 d in der mittleren Ebene kultiviert und entweder herausgenommen (4 d in mittlere Ebene, n = 4) oder in der 
mittleren Ebene belassen und zum DynaMiTES zusammengebaut. Die Zellkultureinsätze im DynaMiTES wurden 
entweder direkt wieder herausgenommen (4 d in mittlere Ebene, zusammengebaut zum DynaMiTES; n = 7) oder 
für weitere 3 h im DynaMiTES kultiviert (4 d in mittlere Ebene, zusammengebaut zum DynaMiTES, 3 h kultiviert; 
n = 5). Die Prozentangaben beziehen sich auf die Kontrollzellen in den 12-Well-Zellkulturplatten (n = 13). M ± SD 
Kultivierungsvariationen TEER [%] 
  
4 d in 12-Well-Platte 100,0 ± 21,9 
4 d in 12-Well-Platte, 3 h in neuer 12-Well-Platte 100,0 ± 20,7  
4 d in mittlerer Ebene 59,1 ± 35,4  
4 d in mittlerer Ebene, zum DynaMiTES zusammengebaut 61,1 ± 48,4 
4 d in mittlerer Ebene, zum DynaMiTES zusammengebaut, 3 h kultiviert 16,7 ± 9,7 
Beim Einsetzen von unbesiedelten Zellkultureinsätzen ins DynaMiTES wurde in 
einigen Fällen eine leichte Wellenbildung der Membran beobachtet (Anhang 9.3). Die 
Zellkultureinsätze verhielten sich recht heterogen und die Wellenbildung trat nur 
gelegentlich auf. Die Heterogenität lässt sich zum einen durch die Zellkultureinsätze 
zum anderen durch die Dichtungsringe erklären. Die Zellkultureinsätze waren leicht 
konisch geformt und wiesen eine gewisse Toleranz hinsichtlich der Außen-
durchmesser und der Form auf. Außerdem variierte der Widerstand der Dichtungs-
ringe in Abhängigkeit der Benutzungsdauer. Insgesamt konnte kein systematischer 
Zusammenhang zwischen der TEER-Senkung und dem Widerstand beim Einsetzen 
sowie der Wellenbildung beobachtet werden. Außerdem konnte mit einem optischen 
Messverfahren durch das Abtasten der Oberfläche mit einem Laser keine 
Veränderung der Membran festgestellt werden.  
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 Einfluss des Dichtungsrings  
Der Dichtungsring in der mittleren Ebene stellte den größten Widerstand beim Ein-
setzen des Zellkultureinsatzes dar. Er kompensierte mögliche Variationen der Außen-
form des Zellkultureinsatzes und dichtete Akzeptor- und Donor-Kompartiment 
voneinander ab. Im vorherigen Abschnitt wurde ausgeführt, dass das untere Drittel 
der mittleren Ebene einen Einfluss auf die Barriereeigenschaften der Zellen hat. Aus 
diesem Grund wird im Folgenden der Einfluss des Dichtungsrings erläutert.  
 
Abbildung 37: TEER-Werte von MDCK Zellen nach einer statischen Kultivierung von 3 h: DynaMiTES ohne 
Dichtungsring (n = 10) und mit Dichtungsringen aus EPDM (n = 37), Silikon (n = 7), Teflon (n = 3) und Neopren 
(n = 16), 12-Well-Zellkulturplatte ohne (100 %-Kontrolle, n = 42) und mit EPDM-Dichtungsring (n = 5); M ± SD 
Bei den DynaMiTES-Versuchen wurde üblicherweise ein Dichtungsring aus EPDM 
(70 Shore) mit einer guten Zellverträglichkeit verwendet (Abschnitt 4.3). Um den 
Einfluss des Dichtungsrings zu untersuchen, wurden die Epithelzellen im DynaMiTES 
und in einer 12-Well-Zellkulturplatte jeweils mit und ohne den Dichtungsring 
kultiviert (Abbildung 37). Die TEER-Werte im DynaMiTES lagen ohne Dichtungsring 
in einem Bereich von 76 %. Wurden die MDCK Zellen hingegen wie üblich im 
DynaMiTES mit Dichtungsring kultiviert, sank der TEER-Wert. Das belegt, dass der 
Dichtungsring einen Effekt auf die Barriere ausübt. Wurde hingegen der Zellkultur-
einsatz in den EPDM-Dichtungsring eingesetzt und in der 12-Well-Zellkulturplatte 
kultiviert, kam es zu einer geringen TEER-Reduktion. Im Unterschied zum 
DynaMiTES konnte in der 12-Well-Zellkulturplatte der Dichtungsring nach außen hin 




































Bei der Verwendung von Silikon-Dichtungsringen mit einer Shore-Härte von 30 bzw. 
Teflon-Dichtungsringen mit einer glatten Oberfläche und einer Shore-Härte von 50, 
kam es zu einem vergleichbaren Abfall der TEER-Werte im DynaMiTES wie mit den 
EPDM-Dichtungsringen. Bei dem Einsatz von Neopren-Dichtungsringen (30 Shore) 
wiesen die Zellen leicht höhere TEER-Werte auf. Wahrscheinlich ist dieser Effekt auf 
das geschäumte Material und die damit verbundene höhere Flexibilität zurück-
zuführen. Allerdings traten bei den Neopren-Dichtungsringen Undichtigkeiten 
zwischen den Kompartimenten vermehrt auf, so dass sie keine angemessene 
Alternative darstellen. 
 Zusammenfassende Diskussion der Einflussfaktoren des 
DynaMiTES auf die Barriereintegrität von MDCK Zellen 
Die Untersuchungen verschiedener Einflussfaktoren im DynaMiTES haben ergeben, 
dass die TEER-Senkung multifaktoriell bedingt ist. Hierbei spielen das Zellkultur-
medium, Herauslösungen ins Medium, die Elektroden, die Kanalhöhe und die 
Füllstände eine untergeordnete Rolle. Außerdem beeinflusst ein kurzfristiger Luft-
kontakt von 3 h die TEER-Werte nur marginal. Wie im Abschnitt 4.4.4 diskutiert, war 
es bei dem gewählten Versuchsaufbau nicht möglich, die dynamischen Luft-
Flüssigkeits-Grenzflächen zu imitieren, weshalb ein negativer Einfluss von Luftblasen 
nicht vollkommen ausgeschlossen werden kann. 
Der Einsetzprozess des Zellkultureinsatzes ins DynaMiTES und das anschließende 
Herausnehmen beeinflussen den TEER-Wert der Epithelzellen und stellen kurzzeitig 
eine Störung der physiologischen Bedingungen dar. Je häufiger dieser Prozess hinter-
einander durchgeführt wurde, desto größer war der Einfluss auf die Barriere-
eigenschaften. Ein einmaliges Einsetzen, wie es bei den Kultivierungsversuchen im 
DynaMiTES üblich war, wurde hingegen von den Epithelzellen gut vertragen. 
Der MDCK Monolayer unterlag in der normalen und inversen Zellorientierung im 
DynaMiTES einer TEER-Senkung. Somit kann der negative Einfluss auf die Barriere 
keiner Kultivierungsseite und somit auch keinem DynaMiTES-Kompartiment zu-
geordnet werden. Es war allerdings auch zu beobachten, dass die Zellen in normaler 
Kultivierungsausrichtung leicht höhere TEER-Werte generierten. 
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Die Kultivierung unter Beteiligung einzelner DynaMiTES-Ebenen hat ergeben, dass 
der TEER-senkende Effekt seinen Ursprung im unteren Drittel der mittleren Ebene 
haben muss. In Anwesenheit der unteren Ebene wurde dieser Effekt noch einmal 
deutlich verstärkt. Der Dichtungsring stellt in der mittleren Ebene die Stelle mit dem 
größten Widerstand beim Einsetzen des Zellkultureinsatzes dar. Möglicherweise übt 
der Dichtungsring einen Druck auf den Zellkultureinsatz aus, der sich über die 
Membran negativ auf die Zellen auswirkt. Veränderte Dichtringmaterialien mit unter-
schiedlichen Shore-Härten zeigten bei einer gleichzeitig guten Abdichtung keinen 
Erfolg.  
Allgemein waren bei den meisten Versuchen die Ergebnisse durch eine große 
Standardabweichung und Heterogenität geprägt. Diese Variationsbreiten sind durch 
Fertigungsabweichungen der Zellkultureinsätze, des DynaMiTES-Grundkörpers und 
des Dichtungsrings zu erklären.  
  





Die Blut-Hirn-Schranke-Schranke ist eine restriktive Barriere zwischen dem ZNS und 
dem Blutkreislauf, die essenziell für die neuronale Homöostase ist und den 
Organismus vor schädlichen Substanzen schützt (Abbott 2013). In der Arzneimittel-
entwicklung stellt sie eine große Herausforderung dar, da fast alle größeren Moleküle 
und mehr als 98 % der kleineren Moleküle gehindert werden das ZNS zu erreichen 
(Pardridge 2003). Um einen Misserfolg potenzieller Wirkstoffe bereits in der frühen 
Entwicklungsphase aufdecken zu können, sind zuverlässige in vitro-Testsysteme 
erforderlich. Um speziesspezifische Unterschiede zu umgehen, wird die Anwendung 
einer humanen Endothelzelllinie als sinnvoll erachtet (Warren et al. 2009). Durch die 
geringe Verfügbarkeit humanen Ausgangsmaterials sind bisher nur wenige humane 
immortalisierte Zelllinien beschrieben (Rahman et al. 2016; Eigenmann et al. 2013). 
Unter ihnen ist die zerebrale mikrovaskuläre Endothelzelllinie hCMEC/D3 am 
weitesten verbreitet (Rahman et al. 2016). Es handelt sich um eine gut 
charakterisierte Zelllinie, bei der bereits die Expression von relevanten Zell-Zell-
Kontaktproteinen, Transportproteinen und verschiedenen Endothelmarkern 
beschrieben wurde (Weksler et al. 2013). 
1. Ist die funktionelle Barriereintegrität der hCMEC/D3 Zelllinie in der 
vorliegenden Untersuchung vergleichbar mit den Literaturangaben? 
In der Literatur wird die humane Endothelzelllinie unter den herkömmlichen 
Kultivierungsbedingungen häufig mit moderat restriktiven Barriereeigenschaften 
beschrieben. Die angegebenen TEER-Werte variieren von 30 bis 60 Ω · cm2 (Urich et 
al. 2012; Hatherell et al. 2011; Ragnaill et al. 2011; Vu et al. 2009; Förster et al. 2008; 
Weksler et al. 2005) sowie teilweise bis 100 Ω · cm2 (Chen et al. 2015; Liu et al. 2014; 
Daniels et al. 2013). Diese Werte konnten in der vorliegenden Arbeit nicht 
reproduziert werden. In der Langzeitstudie über 27 Tage befand sich der TEER in 
einem Bereich unter 20 Ω · cm2. Dieses Ergebnis ist jedoch in Übereinstimmung mit 
denen weiterer Studien, die ebenfalls TEER-Werte in einem vergleichbar niedrigen 
Bereich erzielten (Biemans et al. 2017; Al-Shehri et al. 2015; Eigenmann et al. 2013; 
Schrade et al. 2012).  
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Die unterschiedlichen TEER-Angaben lassen sich durch methodische Heterogenität 
hinsichtlich der Kultivierungsbedingungen, der Zellkultursysteme, der Handhabung, 
der Messtemperatur und der Messgeräte erklären (Sheller et al. 2017; Czupalla et 
al. 2014). Ein weiterer Grund könnte sein, dass sich die Zelleigenschaften der 
Endothelzelllinie im Laufe der Kultivierungszeit verändert haben und die Endothel-
zellen verstärkt dedifferenziert sind (Hughes et al. 2007). Solch ein Phänomen wurde 
bei der hCMEC/D3 Zelllinie von Schrade et al. beobachtet. Sie stellten fest, dass die 
Endothelzellen in frühen Passagen TEER-Werte von 35 bis 40 Ω · cm2 erreichten, die 
bei einer Kultivierung über die Passage 31 hinaus auf 20 bis 22 Ω · cm2 absanken. Als 
Erklärung wurde eine verringerte Expression von Claudin-3 angegeben (Schrade et 
al. 2012). Darüber hinaus zeigte eine molekulare zytogenetische Charakterisierung 
der hCMEC/D3 Zellen in Passage 30 eine komplexe chromosomale Umlagerung, was 
auf eine Instabilität der Zelllinie schließen lässt (Mkrtchyan et al. 2009). In der 
Literatur wird die Endothelzelllinie meist in einer Passage von 25 bis 35 (Rahman et 
al. 2016; Mkrtchyan et al. 2009) teilweise auch bis zur Passage 40 (Hatherell et 
al. 2011; Chen et al. 2015) verwendet. Auch andere zerebrale Endothelzelllinien 
zeigten einen Zusammenhang zwischen der Barriereintegrität und der Passagen-
anzahl. So stellten Brown et al. einen signifikanten Anstieg der Permeabilität durch 
einen bEND3 Monolayer bei einer Passage von 35 im Vergleich zu 25 fest. Bei der 
Genexpressionsanalyse konnten hingegen keine Unterschiede zwischen den Passagen 
hinsichtlich relevanter TJ-Proteine festgestellt werden (Brown et al. 2007). Für die 
vorliegenden Untersuchungen wurde die hCMEC/D3 Zelllinie in Passage 26 bezogen 
und bis Passage 35 – vergleichbar mit den Literaturdaten – und teilweise bis zur 
Passage 40 für Zellviabilitätsuntersuchungen eingesetzt. Ein Unterschied der TEER-
Werte innerhalb der einzelnen Passagen wurde nicht beobachtet. Die Angabe der 
Passagenanzahl ist allerdings aufgrund von leicht abweichenden Kultivierungs-
routinen unpräzise und eine Angabe zur Anzahl der Populationsverdopplungen wäre 
für einen direkten Vergleich aussagekräftiger.  
Des Weiteren wurde in der immunzytochemischen Untersuchung eine unvollständige 
Ausbildung der Zell-Zell-Kontakte festgestellt. Die TJ-Proteine Occludin, ZO-1 und 
Claudin-5 waren größtenteils zytosolisch lokalisiert und, mit Ausnahme von Occludin, 
sehr schwach ausgeprägt. Vergleichbar unvollständige Formationen bzw. schwache 




Ausprägungen wurden bei ZO-1 (Walter et al. 2016) und Claudin-5 beobachtet 
(Veszelka et al. 2018; Biemans et al. 2017). Demgegenüber stellten andere Studien 
eine größtenteils kontinuierlich intramembranöse Immunfluoreszenzfärbung 
ausgewählter TJ-Proteine dar (Sreekanthreddy et al. 2015; Sajja et al. 2014; Weksler 
et al. 2005). Die Unterschiede in der Proteinexpression zwischen den Studien weisen 
erneut auf die Heterogenität der Zelllinie hin und könnten auch eine Erklärung für die 
variierenden veröffentlichten TEER-Ergebnisse sein. 
2. Welchen Einfluss haben verschiedene statische Kultivierungsvariationen 
auf die Eigenschaften der hCMEC/D3 Zelllinie? 
Die Charakterisierung der hCMEC/D3 Zelllinie hat gezeigt, dass weitere 
Optimierungen notwendig sind, um die Barrieredichtigkeit der Zellen zu verbessern. 
Daher wurde in der vorliegenden parametrischen Untersuchung der Einfluss von 
Zellkulturmedien, Medienzusätzen, Beschichtungsmaterialien, Membraneigen-
schaften und Ko-Kultivierungsvarianten auf die Zell- und Barriereeigenschaften der 
hCMEC/D3 Zelllinie ermittelt. Die Untersuchung verschiedener Zellkulturmedien hat 
ergeben, dass die Wachstumseigenschaften der Endothelzelllinie in ECGM MV-2, 
MCDB 131 und in dem serumfreien Medium hESFM vergleichbar mit dem 
Standardmedium EGM-2 waren. In der Literatur wird die Endothelzelllinie über-
wiegend in dem Medium EGM-2 (Eigenmann et al. 2013; Urich et al. 2012; Poller et al. 
2008; Weksler et al. 2005), vereinzelt auch in MCDB 131 (Veszelka et al. 2018; Walter 
et al. 2016) kultiviert. Keines der getesteten Zellkulturmedien verbesserte die 
Wachstumsrate oder die Barrierewirksamkeit der Endothelzelllinie erheblich. 
Dennoch ermöglicht die serumfreie Kultivierung eine bessere Reproduzierbarkeit 
und Vergleichbarkeit der Ergebnisse zwischen verschiedenen Forschungsgruppen 
(Baker 2016; van der Valk et al. 2010). Daher könnte hESFM als Alternative zu EGM-2 
in Betracht gezogen werden. Zukünftig sind weitere Untersuchungen erforderlich, um 
die Auswirkungen einer Langzeitkultivierung und den Einfluss auf die Ausbildung 
spezifischer Merkmale wie Stoffwechselenzyme und Transportproteine zu ermitteln. 
Des Weiteren hat sich ergeben, dass die Beschichtungsvariationen aus Kollagen I bzw. 
IV, Fibronektin und Laminin sowie die Medienzusätze Serum, Hydrocortison, Calcium 
und pCPT-cAMP kombiniert mit Ro-20-1724 zu keiner Verbesserung der Barriere-
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eigenschaften geführt haben. Eine signifikante Steigerung des TEER-Wertes konnte 
allerdings durch die direkte Ko-Kultivierung mit immortalisierten humanen 
Astrozyten erzielt werden. In der Literatur wird die optimale Ko-Kultivierungs-
variante kontrovers diskutiert. Während viele Studien den höchsten TEER-Wert bei 
der direkten Ko-Kultivierung von Endothelzellen und Astrozyten ermittelt haben 
(Kuo und Lu 2011; Kröll et al. 2009; Gaillard et al. 2001), zeigten einige Studien einen 
größeren Effekt bei dem indirekten Modell (Wilhelm und Krizbai 2014; Wuest et 
al. 2013; Shayan et al. 2011). Die unterschiedlichen Ergebnisse lassen sich durch die 
Membranauswahl begründen, da die Membrandicke, Porendichte und Porengröße 
ausschlaggebend für den interzellulären Kontakt sind (Shayan et al. 2011; Ma et 
al. 2005; Demeuse et al. 2002). Hinzu kommt, dass das Ursprungsgewebe, die Zell-
typen und die Zellkombinationen wichtige Einflussfaktoren sind. So wurde 
beispielsweise beschrieben, dass porzine Perizyten in einer direkten Ko-Kultur die 
Expression von Claudin-5 erhöhen, wohingegen murine Perizyten in einer indirekten 
Ko-Kultur mit den porzinen BCECs zu einer gesteigerten P-gp- und Occludin-
Expression führten. (Thomsen et al. 2015). Hatherell et al. untersuchten den Einfluss 
verschiedener Kultivierungsvarianten auf die hCMEC/D3 Zellen. Sie erzielten in ihrer 
Untersuchung eine signifikante TEER-Erhöhung auf den Wert von 60 ± 1,0 Ω · cm2 bei 
einer direkten Ko-Kultivierung mit humanen primären Astrozyten aus dem Gehirn. 
Interessanterweise führte die Triple-Kultur mit zusätzlichen primären zerebralen 
Perizyten zu keiner TEER-Steigerung.  
In der vorliegenden Arbeit wurde der TEER-Anstieg des direkten Ko-Kulturmodells 
allein auf den Widerstand eines zusätzlichen Zellmonolayers zurückgeführt und ein 
restriktiver Effekt der humanen immortalisierten Astrozyten auf die endotheliale 
Barriereintegrität ausgeschlossen. Dieses Ergebnis steht im Einklang mit den 
Untersuchungsergebnissen von Eigenmann et al. und Cucullo et al., die bei der Ko-
Kultivierung von hCMEC/D3 Zellen mit humanen immortalisierten Astrozyten bzw. 
humanen primären Astrozyten ebenfalls keinen Einfluss auf die Barriere-
eigenschaften beobachteten (Eigenmann et al. 2013; Cucullo et al. 2008). Die 
widersprüchlichen Ergebnisse zu Hatherell et al. könnten durch unterschiedliche 
Zelltypen und Kultivierungsbedingungen bedingt sein. Zudem kann bei einer 
Verwendung von Membranen mit 3 µm Porengrößen, wie bei Hatherell et al., die 




Bildung eines Multilayers nicht ausgeschlossen werden (Ye et al. 2015; Wuest et 
al. 2013; Demeuse et al. 2002).  
Zusammenfassend lässt sich sagen, dass in dieser Untersuchung keine der integritäts-
erhöhenden Hypothesen bestätigt werden konnte. Es wird davon ausgegangen, dass 
die Endothelzellen soweit dedifferenziert sind, dass sie auf keinen der getesteten 
Stimuli reagieren. Im Hinblick auf den TEER-Wert erscheint das direkte Ko-Kultur-
modell am geeignetsten zu sein, allerdings basiert die TEER-Erhöhung lediglich auf 
dem zusätzlichen Zellmonolayer. Die weiteren Unterschiede innerhalb der TEER-
Werte waren marginal, so dass es nicht möglich ist, die optimalen Kultivierungs-
bedingungen zu identifizieren.  
3. Ist die hCMEC/D3 Zelllinie geeignet für ein in vivo-ähnliches statisches  
Blut-Hirn-Schranke-Modell? 
Als minimale funktionelle Anforderung an ein aussagekräftiges in vitro-Blut-Hirn-
Schranke-Modell für Permeationsstudien ist in der Literatur häufig einen TEER-Wert 
zwischen 150 und 200 Ω · cm2 angegeben (Deli et al. 2005; Gaillard und 
de Boer 2000). In der vorliegenden Arbeit lagen die ermittelten TEER-Werte der 
humanen Endothelzelllinie mit ≤ 20 Ω · cm2 weit unter den geforderten Zielwerten. 
Dies verdeutlicht die unzureichende Barriereintegrität dieser Zelllinie. Auch die 
Angaben in der Literatur befinden sich unter statischen Bedingungen mit 2 bis 
100 Ω · cm2 mehrheitlich außerhalb dieses Zielbereichs (Rahman et al. 2016). Eine 
Ausnahme war das Blut-Hirn-Schranke-Modell mit hCMEC/D3 Zellen, das mit einem 
Zusatz von 100 nM Hydrocortison im Assaymedium TEER-Werte von ungefähr 
200 Ω · cm2 generierte (Förster et al. 2008). Allerdings konnte dieses Ergebnis in der 
vorliegenden Arbeit nicht repliziert werden. Im Vergleich dazu weisen humane 
primäre Endothelzellen TEER-Werte auf, die in Abhängigkeit ihres Ursprungs, der 
Isolierungsmethode und der Kultivierungsbedingungen zwischen 30 und 500 Ω · cm2 
variieren (Daniels et al. 2013; Urich et al. 2012; Deli et al. 2005; Chen et al. 2003; 
Zenker et al. 2003). Ebenso wie bei den humanen immortalisierten Endothelzellen 
befinden sich diese TEER-Werte deutlich unterhalb des physiologischen Bereichs von 
über 1500 Ω · cm2 (Butt et al. 1990; Crone und Olesen 1982).  
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Die vorliegende parametrische Untersuchung hat ergeben, dass äußere Faktoren die 
Barriereeigenschaften der humanen Endothelzelllinie nicht wesentlich beeinflussen, 
und sie bestätigt damit vorangegangene Studien (Biemans et al. 2017; Eigenmann et 
al. 2013). Die Ausbildung dichter Zell-Zell-Kontakte ist die Voraussetzung für die 
Aufrechterhaltung aller wesentlichen Eigenschaften der Blut-Hirn-Schranke (Gaillard 
und de Boer 2000). Aufgrund der unzureichenden TJ-Expression, der niedrigen 
TEER-Werte und der hohen Permeationskoeffizienten für Natriumfluoreszein und 
FITC-Dextran 4 kDa ist die hCMEC/D3 Zelllinie nicht für Permeationsstudien von 
niedermolekularen Arzneimittelkandidaten geeignet. Für Forschungsfragen, bei 
denen die Bildung einer restriktiven parazellulären Barriere nicht zwingend 
erforderlich ist, wie z. B. für Zytotoxizitätsstudien, ist die Endothelzelllinie vielseitig 
einsetzbar. Einen vielversprechenden alternativen Ansatz stellen stammzellbasierte 
humane Blut-Hirn-Schranke-Modelle dar (Appelt-Menzel et al. 2017). 
4. Lassen sich die Bedingungen der herkömmlichen Kultivierung an eine 
Kultivierung im Cerebral DynaMiTES anpassen? 
Zur Umsetzung von dynamischen Kultivierungsbedingungen diente das Zellkultur-
modell DynaMiTES, das ursprünglich für dynamische Arzneimittelabsorptionsstudien 
durch die Kornea konzipiert wurde (Beißner et al. 2018; Mattern et al. 2018). 
Aufbauend auf diesen Ergebnissen wurden in der vorliegenden Arbeit die Zell-
viabilitätsuntersuchungen auf die Dichtungsmaterialien und Schläuche ausgeweitet, 
um eine zellverträgliche Kultivierung im DynaMiTES sicher zu stellen. Hierbei hat 
sich gezeigt, dass das Dichtungsmaterial CR zu einer leichten und NBR zu einer 
vollständigen Reduzierung der Zellviabilität führte. Als Konsequenz wurde für alle 
Dichtungsringe das zellverträgliche Material EPDM eingesetzt.  
Für eine Kultivierung im DynaMiTES wurden die Zellen zunächst auf konventionellen 
Zellkultureinsätzen eingesät und anschließend in das Zellkultursystem durch ein 
einfaches Steckprinzip überführt. Um einen Medienfluss entlang der Zellen zu ge-
währleisten, war ein Wechsel der Zellorientierung von normal zu invers erforderlich. 
Die humane Endothelzelllinie wies bei der inversen Kultivierung eine reduzierte 
Zellzahl auf. Die Zellzahlreduktion lässt sich auf eine veränderte Oberflächen-
beschaffenheit der unteren Membranseite zurückführen, da nur die obere 




Membranseite vom Hersteller vorbehandelt wurde. Die Zellmorphologie, die Zell-
viabilität und die Barriereintegrität waren hingegen vergleichbar mit den normalen 
Kultivierungsbedingungen. Daher kann das inverse Blut-Hirn-Schranke-Modell als 
gleichwertig zum normalen Blut-Hirn-Schranke-Modell angesehen werden. Voran-
gegangene Studien fanden ebenfalls keine wesentlichen Unterschiede zwischen den 
unterschiedlichen Orientierungsausrichtungen eines Lungen- bzw. Darm-Modells, 
wobei die Zellzahlen in diesen Studien nicht betrachtet wurden (Dinner et al. 2016; 
Wakabayashi et al. 2007).  
Aufgrund der geringen Gasdurchlässigkeit des dynamischen Zellkultursystems wurde 
nach einer Alternative zu dem Standardmedium EGM-2 gesucht. Die meisten Zell-
kulturmedien sind so formuliert, dass sie einen konstanten pH-Wert von 7,2 – 7,4 
unter 5 % CO2-Zufuhr erreichen, der sich bei einem geringeren CO2-Gehalt in den 
höheren pH-Bereich verschiebt (Schumacher et al. 2002). In Vorversuchen stellte sich 
für die Kultivierung einer Epithelzelllinie unter atmosphärischen Bedingungen das 
CO2-unabhängige Medium (CO2-IDM) von Gibco® am geeignetsten heraus. Die 
Kultivierung in CO2-IDM war für die Endothelzelllinie ebenfalls geeignet. Die Zellen 
wiesen in dem Medium einen konfluenten Monolayer und eine vergleichbare Zell-
morphologie auf. Die Zellviabilität lag mit ungefähr 80 %, verglichen mit dem 
Standardmedium, ebenfalls in einem tolerierbaren Bereich. Neben kommerziell 
erhältlichen CO2-unabhängigen Medien werden für eine Kultivierung außerhalb des 
CO2-Inkubators häufig auch bicarbonatreduzierte Medien mit einem HEPES-Zusatz 
von 10 mM (Huang and Lee 2007) bis 50 mM und mehr eingesetzt (Toh et al. 2007; 
Schumacher et al. 2002). Allerdings kann HEPES auch negative Auswirkungen auf 
bestimmte Zelltypen haben, wie embryonale Stammzellen und Chondrozyten (Furue 
et al. 2008; Poole et al. 1982). Es wurde zudem nachgewiesen, dass in HEPES-
gepufferten Medien während der Exposition mit sichtbarem Licht vermehrt zyto-
toxische Produkte, insbesondere Wasserstoffperoxid, entstehen (Zigler et al. 1985). 
Um mögliche Einflüsse auf die Zelleigenschaften durch veränderte Zellkultivierungs-
bedingungen im DynaMiTES zu vermeiden, gibt es noch weitere Alternativen zur 
Sicherstellung des physiologischen pH-Wertes. Hierzu zählen u. a. die Verwendung 
eines separaten Mediumreservoirs mit CO2-Austausch (Kim et al. 2007; Schumacher 
et al. 2002) oder der Austausch der oberen DynaMiTES-Ebene durch einen 
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semipermeablen Verschluss, wie er in dieser Arbeit für Kultivierungszeiten über 24 h 
verwendet wurde (Abschnitt 3.2.8.2).  
Die Weiterentwicklung zum Cerebral DynaMiTES ist erfolgreich verlaufen und nur 
leichte Modifikationen sind für die Anpassung an eine Kultivierung im DynaMiTES 
erforderlich. Die zerebralen Endothelzellen lassen sich invers kultivieren und das 
CO2-IDM stellt eine ausreichende Alternative zum Standardmedium für die 
Kurzzeitkultivierung im DynaMiTES dar. Für die Langzeitkultivierung wurde in einem 
angepassten Versuchsaufbau das Standardmedium verwendet.  
5. Welchen Einfluss hat eine Kultivierung im Cerebral DynaMiTES auf die 
Eigenschaften der hCMEC/D3 Zellen? 
Das Zellkultursystem DynaMiTES hat den Vorteil, dass die Zellen unter einer 
dynamischen Medienversorgung kultiviert werden können. Der Fluss des Zellkultur-
mediums übt auf den Zellmonolayer eine Scherspannung aus, die für ein in vivo-
ähnliches Zellkulturmodell von großer Relevanz ist (Griep et al. 2013). Die statische 
und dynamische Kultivierung der hCMEC/D3 Zellen im DynaMiTES erfolgte nach 
einer statischen Vorkultivierung in Standard-12-Well-Zellkulturplatten über einen 
Kultivierungszeitraum von 3 bzw. 72 h. Bei der Kurzzeitkultivierung wurden Fluss-
raten bis 3,33 ml/min mit einer Scherspannung von 3,9 · 10-3 Pa von den Endothel-
zellen gut vertragen, ersichtlich an Zellviabilitäten und Zellzahlen, die sich im Bereich 
der Kontrollzellen befanden. Wurde der Kultivierungszeitraum auf 72 h verlängert, 
zeigten die Zellen bei einer Flussrate von 0,03 ml/min (3,9 · 10-5 Pa) eine vergleich-
bare Verträglichkeit. Höhere Flussraten führten bei der Langzeitkultivierung 
vermehrt zu Undichtigkeiten des Systems und wurden aus diesem Grund nicht 
berücksichtigt. Darüber hinaus wurde nach einer Kultivierung im DynaMiTES die 
Barriereintegrität der Zellen untersucht. Unabhängig von den untersuchten Fluss-
bedingungen und den daraus resultierenden Scherbeanspruchungen blieb der TEER-
Wert der hCMEC/D3 Zellen unverändert. Walter et al. untersuchten ebenfalls den 
Einfluss von Scherspannungen unterhalb des physiologischen Bereichs von 0,3 bis 
2 Pa (van der Helm et al. 2016a) auf die Barriereeigenschaften von Endothelzellen. 
Sie beobachteten bei 1,5 · 10-2 Pa keinen deutlichen TEER-Anstieg bei den hCMEC/D3 
Zellen (Walter et al. 2016). Auch Partyka et al. haben unterhalb der physiologischen 




Scherspannung ein mikrofluidisches Zellkultursystem mit der hCMEC/D3 Zelllinie 
etabliert. In diesem wurden die Endothelzellen gemeinsam mit primären humanen 
Astrozyten in einem mikrovaskulären Hydrogel kultiviert und über vier Tage einer 
Scherspannung von 5,0 · 10-2 Pa ausgesetzt. Ab dem dritten Tag kam es zu einem 
signifikanten Anstieg des TEER-Wertes von ungefähr 200 Ω · cm2 zu 1000 Ω · cm2. Die 
absoluten TEER-Werte sind mit Vorsicht zu interpretieren, da sie die bisherigen 
statischen in vitro-Messungen von hCMEC/D3 Monolayern um eine Zehnerpotenz 
übertreffen. Partyka et al. führten dieses Phänomen auf den zusätzlichen Widerstand 
des Hydrogels zurück (Partyka et al. 2017). Innerhalb des physiologischen Bereichs 
konnten Griep et al. nach einer dynamischen Kultivierung für 18 h bei einer Scher-
spannung von 5,8 · 10-1 Pa einen Anstieg des TEER-Wertes um den Faktor 3, auf 
120 Ω · cm2 beobachten (Griep et al. 2013). Darüber hinaus berichteten Cucullo et al. 
über einen 15-fach höheren TEER-Wert, bis 1200 Ω · cm2, nach einer Kultivierung bei 
einer Scherspannung von 1 bis 4 · 10-1 Pa für 14 Tage (Cucullo et al. 2008). Ein 
direkter Vergleich der in der Literatur angegebenen TEER-Ergebnisse wird durch die 
Verwendung unterschiedlicher Zellkultursysteme, Kultivierungsbedingungen, Elek-
trodendesigns und Messgeräte erschwert (Sheller et al. 2017; Czupalla et al. 2014). 
Cucullo et al. haben beispielsweise die statische und dynamische Kultivierung nicht in 
ein und demselben mikrofluidischen System durchgeführt und miteinander ver-
glichen, was zu einer experimentellen Variabilität führen kann (Cucullo et al. 2007).  
Eine mögliche Ursache für die unveränderten Barriereeigenschaften der Endothel-
zellen im DynaMiTES ist die relativ geringere Scherspannung von 3,9 · 10-5 Pa, die 
deutlich unter den Druckverhältnissen der zerebralen Endothelzellen in vivo liegt. Die 
Scherspannung im DynaMiTES wird durch die Flussrate und die Kanalgeometrie 
begrenzt. Die Kanalgeometrie ist darauf ausgelegt, die Volumina im Akzeptor- sowie 
Donor-Kompartiment mit denen der konventionellen Kultivierung in der 12-Well-
Zellkulturplatte vergleichbar zu gestalten. Das bringt den Vorteil, dass eine direkte 
Gegenüberstellung zwischen den statischen Ergebnissen in der 12-Well-Zellkultur-
platte und im DynaMiTES ermöglicht wird. Um zukünftig höhere Scherspannungen im 
DynaMiTES realisieren zu können und die in vitro-in vivo-Korrelation zu verbessern, 
sind weitere Modifikationen der Kanalstruktur und die Anwendung von höheren 
Flussraten erforderlich. Für den Einsatz von höheren Flussraten ist eine ausreichende 
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Dichtigkeit des Systems Voraussetzung. Hinsichtlich der Undichtigkeiten wurden 
erste Lösungsversuche durch die Verwendung einer klebenden Acrylatfolie oder 
eines dichtenden Silikonklebers zwischen der mittleren und der unteren Ebene 
erarbeitet. Beide Materialien sind zellverträglich und dichten das System vollständig 
ab. Umfangreiche Kultivierungsstudien im abgedichteten System mit variierenden 
Flussraten stehen hierzu allerdings noch aus. Ein Nachteil dieser Variante ist, dass 
dadurch der flexible und modulare Ansatz teilweise verloren geht und die Reinigung 
erschwert wird, so dass zukünftig nach weiteren Lösungsansätzen, wie z. B. 
alternativen Hülsensystemen, gesucht werden sollte.  
6. Ist das DynaMiTES für weitere Zelllinien anwendbar und welche 
Möglichkeiten ergeben sich hieraus?  
Die Epithelzelllinie MDCK wurde aufgrund ihrer guten Barriereeigenschaften mit 
TEER-Werten über 3500 Ω · cm2 für die Untersuchung des weiterentwickelten 
Elektrodendesigns im DynaMiTES verwendet. Die integrierten Elektroden 
ermöglichen eine kontinuierliche TEER-Messung zur Überwachung der zellulären 
Barriereintegrität. Gegenüber flexiblen Elektroden haben sie den Vorteil, dass keine 
TEER-Schwankungen durch Änderungen der Position möglich sind (van der Helm et 
al. 2016a). Das Einsteckprinzip von Zellkultureinsätzen ins DynaMiTES erleichterte 
einen direkten Vergleich zwischen den DynaMiTES-Elektroden und den her-
kömmlichen Elektroden. Es wurden reproduzierbare TEER-Werte ermittelt, die 
vergleichbar mit denen der herkömmlichen STX2®-Elektrode waren. 
Über einen Zeitraum von 3 h wurde bei der statischen Kultivierung der MDCK Zellen 
im DynaMiTES eine deutliche TEER-Wertsenkung festgestellt. Zudem traten nach 
einer solchen Kultivierung häufig Veränderungen im Monolayer auf, von leichten 
Ablösungstendenzen bis hin zu Löchern. Während bei einer Kultivierung mit Caco-2 
Zellen ebenfalls eine TEER-Reduktion beobachtet wurde, ließen sich cEND Zellen 
vergleichbar mit den hCMEC/D3 Zellen ohne eine Einschränkung kultivieren. Das 
belegt, dass eine Kultivierung im DynaMiTES mit verschiedenen Zelllinien 
durchführbar ist, wobei diese unterschiedlich auf die Bedingungen im DynaMiTES 
reagieren. Es scheint, als ob insbesondere Monolayer von Zelllinien mit hohen TEER-
Werten, ähnlich wie bei den Zelllinien Caco-2 und MDCK, negativ beeinflusst werden.  




Eine Ursache für die TEER-Reduktion im DynaMiTES ist der in der mittleren Ebene 
befindliche Dichtungsring. Dieser ist notwendig, damit die Akzeptor-Lösung und die 
Donor-Lösung ausschließlich über den Zellmonolayer miteinander im Austausch 
stehen. Die Verwendung von Dichtungsringen mit unterschiedlichen Eigenschaften 
führte bisher zu keiner Verbesserung. Um den Dichtungsring in der mittleren Ebene 
möglichst zu vermeiden, müssen alternative Dichtungsprinzipien geprüft werden. 
Außerdem sollten die Untersuchungen möglicher Einflussfaktoren sowie die 
Kultivierungsversuche im DynaMiTES mit weiteren barriereformenden Zelllinien 
fortgeführt werden, um zukünftig eine Kultivierung diverser Zelllinien im DynaMiTES 
zu ermöglichen. 
Im Vergleich dazu beobachteten Beißner et al. bei dem humanen Cornea-Konstrukt 
während einer dreistündigen Permeationsuntersuchungen im Ocular DynaMiTES 
keine Veränderung der TEER-Werte (Beißner et al. 2018). In dem Konstrukt sind 
Keratinozyten (HCK) in ein Kollagengel eingebettet und Epithelzellen (HCE-T) 
aufgesät. Möglicherweise würde auch bei anderen Zelllinien die Verwendung eines 
Gels vorteilhaft sein. Die Herausforderung besteht hierbei serumfreie Kultivierungs-
bedingungen zu finden, um eine Kontraktion des Gels zu verhindern.  
Zusammenfassend lässt sich sagen, dass eine DynaMiTES-Kultivierung prinzipiell mit 
verschiedenen Zelllinien realisierbar ist. So ist neben einer Anwendung als Ocular 
oder Cerebral DynaMiTES auch die Kultivierung weiterer in vitro-Zellkulturmodelle 
denkbar. Zu den Vorteilen zählen die TEER-Messung in Echtzeit, die gute 
Vergleichbarkeit mit Ergebnissen aus dem Transwell™-Modell, der modulare Aufbau 
und der damit flexible Einsatz bestimmter Ebenen sowie eine Zelleinsaat außerhalb 
des Systems. Das Cerebral DynaMiTES bietet zukünftig die Möglichkeit die in vitro-
in vivo-Korrelation zu verbessern, um als Modell für die präklinische Forschung 
zerebraler Arzneistoffe eingesetzt zu werden. Im Unterschied zu einigen anderen 
dynamischen Zellkultursystemen (Cucullo et al. 2013) ist das DynaMiTES weniger 
komplex aufgebaut. Das erleichtert die Übertragbarkeit von bestehenden Protokollen 
und die routinemäßige Anwendung. Neben den vielen potentiellen Anwendungs-
möglichkeiten verdeutlichen die vorliegenden Ergebnisse ebenso, dass weitere 
Optimierungsschritte insbesondere hinsichtlich des inneren Dichtungsrings und der 
äußeren Hülsen erforderlich sind.   




In der Arzneimittelentwicklung zur Therapie zentralnervöser Erkrankungen stellt die 
Blut-Hirn-Schranke durch ihre strukturelle und funktionelle Integrität ein Hindernis 
für viele Arzneistoffe dar. Um bereits in der frühen Entwicklungsphase die Durch-
lässigkeit potentieller Wirkstoffe abschätzen zu können, sind zuverlässige und 
realitätsnahe in vitro-Zellkulturmodelle erforderlich. Eine breite Anwendung für die 
Etablierung von Blut-Hirn-Schranke-Modellen findet die humane Endothelzelllinie 
hCMEC/D3. Neben den Vorteilen von immortalisierten Zelllinien stellen ihre mäßig 
restriktiven Barriereeigenschaften einen erheblichen Nachteil dar. Eine Erklärung für 
ihre geringe Barriereintegrität und der hohen Durchlässigkeit für Natriumfluoreszein 
und FITC-Dextran 4 kDa lieferte die immunzytochemische Untersuchung wichtiger 
TJ-Proteine. So waren Occludin, ZO-1 und Claudin-5 größtenteils zytosolisch lokali-
siert und nicht wie erwartet intramembranös. Von dieser Ausgangssituation aus-
gehend wurden in der vorliegenden Arbeit verschiedene statische sowie dynamische 
Kultivierungsvariationen zur Verbesserung der Barrierefunktionalität analysiert. 
Zunächst wurde der Einfluss von zehn unterschiedlichen Zellkulturmedien auf die 
Proliferationseigenschaften der Zellen, die Barriereintegrität und die Genexpression 
von Zell-Zell-Kontaktproteinen untersucht. Die Zellkulturmedien ECGM MV-2, 
MCDB 131 und das serumfreie Medium hESFM stellten sich neben dem Standard-
medium EGM-2 am geeignetsten heraus. Allerdings zeigte keine der untersuchten 
Medienvarianten einen positiven Einfluss auf die endotheliale Barrierewirksamkeit. 
Dennoch hat eine serumfreie Kultivierung mit hESFM den Vorteil, dass im 
Unterschied zu einer Kultivierung mit dem chargenvariablen Serum Ergebnisse 
zwischen Forschungsgruppen vergleichbarer sind.  
Auch die Variationen verschiedener Beschichtungsmaterialien (Laminin, Kollagen, 
und Fibronektin), Medienzusätzen (Serum, Hydrocortison, Calcium und pCPT-cAMP 
kombiniert mit Ro-20-1724), Porendichten (0,4, 1,0, 3,0 µm) und Ko-Kultivierungs-
variationen (direkt und indirekt mit SVGmm) verbesserten die Barriereintegrität der 
hCMEC/D3 Zellen nicht. Die höchsten TEER-Werte wurden in der direkten Ko-Kultur 
mit der humanen Astrozytenzelllinie SVGmm generiert, obgleich die TEER-Erhöhung 
lediglich auf die Bildung eines weiteren Zellmonolayers zurückzuführen ist.  




Darüber hinaus wurde der Einfluss dynamischer Kultivierungsbedingungen unter 
Anwendung des Zellkulturmodells DynaMiTES untersucht, das die Vorteile statischer 
Zellkultureinsätze mit denen mikrofluidischer Modelle vereint. Die Kultivierungs-
bedingungen wurden erfolgreich an das DynaMiTES-Design angepasst, indem die 
Aussaatrichtung von normal auf invers geändert wurde. Die Endothelzellen wurden 
bei einer Flussrate bis 3,33 ml/min für 3 h und bei einer Flussrate von 0,03 ml/min 
für 72 h ohne einen Verlust der Zellviabilität und der Zellzahl kultiviert. Höhere 
Flussraten führten bei der Langzeitkultivierung zu Undichtigkeiten des Systems und 
wurden daher nicht weiter verfolgt.  
Unter allen untersuchten Flussraten blieben die TEER-Werte der Endothelzellen un-
verändert. Möglicherweise ist dieses Ergebnis auf die relativ geringe Scher-
beanspruchung zurückzuführen, die im DynaMiTES mit 3,9 · 10-3 bis 3,9 · 10-5 Pa 
unter dem physiologischen Bereich (0,3 – 2 Pa) lag. Neben den humanen Endothel-
zellen ließ sich auch die murine Endothelzelllinie cEND statisch sowie dynamisch im 
DynaMiTES kultivieren. Demgegenüber wurde während der statischen DynaMiTES-
Kultivierung der Zelllinien MDCK und Caco-2 eine TEER-Wertsenkung festgestellt. 
Hierbei scheint insbesondere der Dichtungsring in der mittleren DynaMiTES-Ebene 
einen entscheidenden Einflussfaktor darzustellen. Weitere Untersuchungen und 
Optimierungen sind erforderlich, um zukünftig eine Zellkultivierung diverser 
Zelllinien im DynaMiTES zu ermöglichen.  
Die Ausbildung dichter Zell-Zell-Kontakte ist eine Voraussetzung für die restriktiven 
Eigenschaften der Blut-Hirn-Schranke. Als Mindestanforderung für ein in vitro-Blut-
Hirn-Schranke-Modell mit einer immortalisierten Zelllinie wird ein TEER-Wert 
zwischen 150 und 200 Ω · cm2 gefordert (Deli et al. 2005; Gaillard und de Boer 2000). 
Angesichts dessen verdeutlicht die vorliegende Arbeit, dass die hCMEC/D3 Zelllinie, 
trotz der getesteten Kultivierungsvariationen, nicht für Permeationsstudien von 
niedermolekularen Arzneimittelkandidaten geeignet ist. Somit bleibt der Bedarf nach 
einer Zelllinie mit restriktiven Barriereeigenschaften weiterhin bestehen. Eine 
potentielle TEER-Steigerung der hCMEC/D3 Zellen durch Scherspannungen im 
physiologischen Bereich könnte zukünftig im DynaMiTES nach einer Modifikation der 
Kanalstruktur und der Anwendung von höheren Flussraten untersucht werden. 




The blood-brain barrier, mainly consisting of endothelial cells, pericytes and 
astrocytes, separates the central nervous system and the blood circulation to provide 
vital homeostasis. Due to its structural and functional integrity it is challenging for the 
therapeutic treatment of central nervous system disorders. Therefore, reliable in vitro 
cell culture models for the estimation of brain accessibility in the early phase of drug 
development and thus the reduction of drug failure are needed. In brain research, the 
human endothelial cell line hCMEC/D3 is widely used for the establishment of blood-
brain barrier models. Besides the advantages of immortalized cell lines, its 
moderately restrictive barrier properties are a considerable disadvantage. The low 
barrier integrity and high permeability for sodium fluorescein and FITC-dextran 
4 kDa might be due to the incomplete formation of tight junction proteins. Thus, ZO-1, 
occludin and claudin-5 were mostly cytosolically localized and not intra-
membranously, as expected. Based on this, various static and dynamic cultivation 
variations were analyzed to improve barrier functionality of hCMEC/D3 cells 
regarding an in vivo-like blood-brain barrier model for drug permeation studies. 
Firstly, the effect of ten different cell culture media, including two serum-free ones, on 
the proliferation properties, barrier integrity and gene expression of tight junction 
proteins of hCMEC/D3 cells was investigated. Besides the standard medium EGM-2, 
the basal media ECGM MV-2, MCDB 131 and the serum-free medium hESFM seemed 
to be most suitable. Though, none of the tested cell culture media showed a positive 
effect on the barrier integrity of the endothelial cell line. However, the serum-free 
cultivation with hESFM has the advantage that the results are more comparable 
between research groups compared to the cultivation with the batch-variable serum.  
Variations of different coating materials (laminin, collagen and fibronectin), media 
supplements (serum, hydrocortisone, calcium and pCPT-cAMP combined with 
Ro-20-1724), pore densities (0.4, 1.0, 3.0 µm) and co-cultivation variations (directly 
and indirectly with SVGmm) did not improve the barrier integrity of the hCMEC/D3 
cells. The highest TEER values were generated in direct co-culture with the human 
astrocyte cell line, although the increase in TEER was mainly caused by the formation 
of a further cell monolayer.  




Furthermore, the endothelial cell line was cultivated under dynamic conditions using 
the cell culture model DynaMiTES, which combines the advantages of static cell 
culture inserts with those of microfluidic models. The cultivation conditions were 
successfully adapted to the DynaMiTES design by changing the seeding orientation 
from normal to inverse. Furthermore, the endothelial cells were cultivated for 3 h at a 
flow rate up to 3.33 ml/min and for 72 h at a flow rate of 0.03 ml/min without loss of 
cell viability and cell count. During long-term cultivation, higher flow rates above 
0.03 ml/min resulted in system leakage and were therefore not considered.  
However, the barrier integrity of the endothelial cell line remained unchanged under 
all dynamic conditions. This might be due to the relatively low shear stress from 
3.9 · 10-3 to 3.9 · 10-5 Pa in DynaMiTES, which was below the physiological range of 
around 0.3 to 2 Pa. In addition to human endothelial cells, the murine endothelial cell 
line cEND could also be cultivated statically and dynamically in DynaMiTES. In 
contrast, a reduction of barrier integrity was observed during static DynaMiTES 
cultivation of the cell lines MDCK and Caco-2. Here, the sealing ring in the middle level 
of the DynaMiTES represented a critical impact factor. This indicates that the 
application as dynamic cell culture model is feasible, yet requires further testing, 
wider usage and improvements to enable the cultivation of various cell lines in 
DynaMiTES.  
The formation of tight cell-cell contacts is essential for the restrictive properties of 
the blood-brain barrier. The minimum requirement for an in vitro blood-brain barrier 
model with an immortalized cell line is a TEER value between 150 and 200 Ω · cm2 
(Deli et al. 2005; Gaillard und de Boer 2000). Hence, the present work shows that the 
hCMEC/D3 cell line is not suitable for permeation studies of small molecule drug 
candidates due to the incomplete TJ expression, the low TEER values and the high 
permeation coefficients for sodium fluorescein and FITC-dextran 4 kDa. Even after 
the tested cultivation variations the hCMEC/D3 model showed considerable 
limitations and therefore the need for an alternative cell line with restrictive barrier 
properties remains. A potential increase in TEER of hCMEC/D3 cells due to shear 
stress in the physiological range could be investigated in DynaMiTES in the future 
after modification of the channel structure and the application of higher flow rates.  
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Immunfluoreszenzfärbungen der Positivkontrollen 
  
Anhang 9.1: Mikroskopische Aufnahmen von Immunfluoreszenzfärbungen der Zellen Caco-2, HCE-T und PBEC 
mit dem jeweiligen FITC-konjugierten Sekundärantikörper (grün): Caco-2, ZO-1 (A); HCE-T, Occludin (B); HCE-T, 
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DynaMiTES nach verschiedenen Sterilisationsmethoden 
 
Anhang 9.2: DynaMiTES-Ebenen vor bzw. nach verschiedenen Sterilisationsmethoden; untere Ebene vor der 
Sterilisation (A), untere Ebene nach einer Sterilisation mit trockener Hitze (B), obere Ebene mit leichter Gelb-
färbung nach der Gamma-Strahlensterilisation (C) und die untere Ebene nach der Beta-Strahlensterilisation mit 
Gelbfärbung (graduellen Verlauf) 
  




Einsetzprozess des DynaMiTES 
 
Anhang 9.3: Einsetzprozesses eines unbesiedelten Zellkultureinsatzes; halb eingesetzter Zellkultureinsatz ohne 
Wellenbildung (A), vollständig eingesetzter Zellkultureinsatz mit leichter Wellenbildung der Membran (Pfeil, 
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Kultivierung im DynaMiTES ab der Einsaat 
 
Anhang 9.4: Phasenkontrastmikroskopische Aufnahmen von hCMEC/D2 Zellen auf Transwell™ Zellkultureinsätze 
6 h nach der Einsaat kurz vor dem Einsetzen ins DynaMiTES bzw. in die 12-Well-Zellkulturplatte (A, B) sowie 
7 Tage nach einer statischen Kultivierung in der 12-Well-Zellkulturplatte (C, D) bzw. im DynaMiTES (E, F); die 
Pfeile markieren lichte Stellen im Monolayer an Tag 7. 
 
 
E F
C D
A B
